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ABSTRACT 
Rice (Oryza sativa) is a crucial part of the global food supply. Meeting projected increases in 
demand, which are rising fastest in sub‐Saharan Africa, while using resources efficiently and adapting to 
a changing climate will require new sources of variation for trait improvement. The genetically diverse 
undomesticated African rice, Oryza longistaminata, which is native to a broad range of habitats 
throughout sub‐Saharan Africa, is a valuable resource improving O. sativa with genes conferring biotic 
and abiotic stress tolerances, increased yield, super‐ratooning ability, and floral traits conducive to 
hybrid rice production. The major obstacle to utilization of O. longistaminata in breeding programs is a 
breeding barrier which complicates interspecific hybridization with O. sativa, as well as the expense and 
difficulty of identifying which O. longistaminata accessions carrying useful genes. Breeding programs 
also rely on thorough ex‐situ conservation of O. longistaminata, which enables long‐term access to 
germplasm for breeders and other stakeholders. In this work, three genetic subpopulations were 
identified in O. longistaminata using individuals representing most of the species’ range genotyped with 
densely‐spaced, genome‐wide molecular markers. Spontaneous interspecific hybrids of O. 
longistaminata and O. sativa were discovered in germplasm from the International Rice Research 
Institute’s genebank, which can be used to accelerate introgression from O. longistaminata to O. sativa. 
A species distribution model of O. longistaminata was generated to identify sampling gaps in ex‐situ 
collections, and environmental data was used to predict likely locations of O. longistaminata tolerant to 
abiotic stresses. 
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CHAPTER 1: ORYZA LONGISTAMINATA, A PROMISING GENETIC RESOURCE FOR IMPROVEMENT OF THE 
DOMESTICATED RICE O. SATIVA 
Introduction 
Asian rice (Oryza sativa) currently supplies one‐fifth of global per capita calories (Awika, 2011). 
Global consumption is projected to rise from 439 million tons to 555 million tons between 2010 and 
2035 as population increases (Seck et al., 2012), and demand is rising fastest in Sub‐Saharan Africa, 
which currently imports 42% of its rice (Nasrin et al., 2015). Meeting rice production targets with fewer 
inputs under the additional challenges posed by climate change will require new sources of genes for 
trait improvement (Mohanty et al., 2013). Rice wild relatives contain genes that are absent from 
domesticated rice, and thus have great potential as a source of valuable genetic material (Atwell et al., 
2014; Kovach & McCouch, 2008). Due to genetic bottlenecks during domestication, O. sativa is 80‐90% 
less diverse than its most recent wild ancestor, O. rufipogon; by comparison, maize (Zea mays) is only 
40% less diverse than its wild ancestor Z. perennis (Zhu et al., 2007). There has been considerable 
success introgressing useful traits to domesticated Asian rice from the other 23 species in its genus 
(Vaughan, 1994). These introgressions include agronomic traits such as yield and cytoplasmic male 
sterility as well as resistance to abiotic and biotic stresses—some of which are not known to be present 
in O. sativa (Brar & Khush, 1997).  
Of the Oryza species, eight share the AA genome and form the primary germplasm pool of O. 
sativa, while the others comprise nine distinct genomes that vary in similarity to the AA genome and 
ploidy (Vaughan, 1994). Phylogenetic analysis suggests that one of the most genetically distinct 
members of the AA‐genome clade relative to O. sativa is the undomesticated African species O. 
longistaminata (Wambugu et al., 2015; Zhu et al., 2014). Two other AA‐genome species are native to 
Africa: O. glaberrima, African domesticated rice, and its undomesticated progenitor O. barthii (Vaughan, 
1994). O. glaberrima, which was domesticated later than the Asian species O. sativa and is 
predominantly cultivated in West Africa, was used to introgress genes conferring abiotic stress 
tolerances to O. sativa during the development of NERICA cultivars (New Rice for Africa; Sarla & Swamy, 
2005). O. longistaminata is dispersed through a broad range of environments throughout much of sub‐
Saharan Africa, and it is expected to have high genetic diversity not only because of its large geographic 
range but also because it is an obligate outcrosser due to self‐incompatibility. Further study of this 
underutilized wild rice could reveal numerous genes useful for increasing yields, reducing production 
costs, and increasing biotic and abiotic stress tolerances in domesticated rice. 
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Morphology 
O. longistaminata typically exceeds two meters (IRRI, unpublished raw data) and is unique 
among the AA‐genome species in having numerous long and spreading rhizomes, which confer 
perenniality; other perennial species in the clade persist vegetatively via tillers and/or stolons (Vaughan, 
1994). Via the rhizomes, O. longistaminata spreads asexually and often forms dense stands in the wild, 
which may be composed of single or multiple genotypes (Kiambi et al., 2005). The leaves are green and 
pubescent, but the basal leaf sheath, nodes, and culms may be purple or green (Causse & Ghesquiere, 
1991; IRRI, unpublished raw data). 
O. longistaminata also reproduces sexually. In contrast to O. sativa, which self‐pollinates all but 
1‐3% of the time on average (Bah et al., 2017), O. longistaminata is predominantly self‐incompatible 
(Ghesquiere, 1986). An early survey by Ghesquiere (1986) found that 75% of observed accessions had 
self‐fertilization rates less than 1%; though as many as 14% of the accessions were self‐compatible and 
all were from areas where domesticated rice was cultivated and may not have represented pure O. 
longistaminata. However, Chu & Oka (1969) found that though three O. longistaminata accessions 
observed produced more seeds if cross‐pollinated, fertility ranged from 14‐36% if self‐pollinated. Self‐
fertilized embryos and endosperms appeared normal, but pollen tube growth was retarded during self‐
pollination compared to cross‐pollination, and pollen tubes usually failed to enter the style or ovule 
during self‐pollination (Chu & Oka, 1969). However, self‐pollinated seeds germinated and grew normally 
(Chu & Oka, 1969). In nature, Ghesquiere (1986) and Bezançon et al. (1977) suggested that there may be 
variation for self‐compatibility among O. longistaminata genotypes, with isolated populations possibly 
more self‐compatible than large intermixed populations. Though some populations as large as 2,500 m2 
have been reported to be completely sterile, this may be confounded with self‐incompatibility in single‐
genotype stands (Kiambi et al., 2005). 
O. longistaminata is typically photoperiod‐sensitive and flowers during short days, although 
some individuals are photoperiod‐insensitive (Ghesquiere, 1986; Melaku, personal communication, 
2017; Vaughan, 1994). Its flowers are bisexual with long stamens (as the name indicates) and anthers 
averaging 6 mm, which produce large quantities of pollen (Causse & Ghesquiere, 1991; IRRI, 
unpublished raw data). The stigma is dark purple and exserted when mature (IRRI, unpublished raw 
data). The pistil length (as well as the stigma and style length individually) in O. longistaminata is 
significantly greater than for any other Oryza species (Marathi et al., 2015), which presumably facilitates 
allogamy. The flowers are arranged in a panicle that can extend more than half a meter beyond the flag 
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leaf sheath (IRRI, unpublished raw data). Seeds shatter at maturity, and timing of maturity can vary even 
in seeds of a single panicle (Kiambi et al., 2005; IRRI, unpublished raw data). The lemma and palea of the 
flower are pubescent; the lemma is awned (IRRI, unpublished raw data; Kiambi et al., 2005). The grain 
has a red or reddish‐brown pericarp with a waxy endosperm (IRRI, unpublished raw data; Liu et al., 
2009); it is longer than it is wide with an average length of ~9 mm and width of ~2 mm (IRRI, 
unpublished raw data; Katayama et al., 1987).  
Ecology  
O. longistaminata occupies a range of habitats throughout sub‐Saharan Africa and Madagascar 
(Bezançon et al., 1978). It is common in permanently wet or seasonally flooded grasslands associated 
with rivers and ponds, and is often the dominant vegetation, forming stands sometimes interspersed 
with other perennial grasses such as Echinochloa spp. (Bezançon et al., 1978; Dörgeloh, 1999; Scholte, 
2007; Scholte et al., 2000; Vaughan, 1994). O. longistaminata commonly grows with the undomesticated 
annual rice species O. barthii (Bezançon et al., 1978). Near the coasts O. longistaminata also grows in 
lagoons, which can be salty or acidic (Bezançon et al., 1978; Catarino et al., 2002). While Bezançon et al. 
(1978) report that O. longistaminata habitat is usually sunny, it can be found in forests (e.g. Cameroon) 
though this is likely less common. O. longistaminata commonly occurs along the borders of cultivated 
rice fields and may invade paddies as a weed, especially when cultivation ceases (Bezançon et al., 1978; 
Rodenburg & Johnson, 2009). 
O. longistaminata has a well‐studied relationship with inundation and water availability in 
seasonally flooded grasslands; it has been used as an indicator species to assess the impacts of dam 
construction and rehabilitation of affected floodplains (Kleynhans et al., 2007; Scholte et al., 2000). 
Kleynhans et al. (2007) reported that O. longistaminata is most suited to water depths from 0.1 to 0.5 
meters, but stands can grow at 1‐4 m inundation (Vaughan, 1994). O. longistaminata requires a period 
of around 25 days standing water or longer to flower and set seed, and flooding can facilitate spread of 
asexual propagules even though it is not required for vegetative spread (Green & El‐Moghraby, 2009; 
Kleynhans et al., 2007). Sudden floods have been shown to decrease overall productivity of floodplains, 
but a study of controlled flood releases in the formerly dammed Logone floodplain found a positive 
correlation between O. longistaminata biomass and water depth up to 1 m (Scholte, 2007). Conversely, 
the species’ cover greatly decreased with decreased water inputs due to damming (Scholte, 2005), and 
it is rarely found above the river floodline in unaltered systems (Scholte, 2007). Although water levels 
are not the only determinant of the species’ occurrence, which also shows high unexplained temporal 
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variability, there is an apparent niche at water levels of 0.5‐1 m in floodplains (Green & El‐Moghraby, 
2009; Higgins et al., 1996; Murray‐Hudson et al., 2011; Scholte, 2007).  
O. longistaminata experiences seasonal and multi‐year variation in water availability (Higgins et 
al., 1996; Murray‐Hudson et al., 2011; Scholte, 2007). For example, on the Nyl River of South Africa the 
wet season is followed by a five‐month dry season from May to September; flooding occurs in only 
about 4 of 10 years with a typical inundation duration of 50 days (Higgins et al., 1996). In years without 
inundation the plants are thought to utilize stored resources in the rhizomes, which form dense 
underground layers. These resources are exhausted after approximately 3 years of drought (Kleynhans 
et al., 2007), and inability to regenerate from propagules can lead to local extinction (Higgins et al., 
1996). During the dry season, aboveground O. longistaminata biomass dries. Recession of floods permits 
easy grazing and natural burning (Dörgeloh, 1999; Petersen & Fohrer, 2010).  
O. longistaminata provides key ecosystem functions in floodplains and it forms associations with 
numerous animal species. It provides habitat for aquatic birds and supports high species diversity; both 
insectivorous and piscivorous birds use it for shelter and access to open water (Arbeiter & Tegetmeyer, 
2011; Higgins et al, 1996). Indigenous people have noted that birds spread O. longistaminata seed 
(Gupta, 2004). It is also a source of fodder for large, nomadic ungulates such as roan antelope, 
waterbuck, and reedbuck (Arbeiter & Tegetmeyer, 2011; Dörgeloh, 1999; Higgins et al., 1996; Scholte et 
al., 2000). 
In African agroecosystems, O. longistaminata is a noxious weed (Gupta, 2004; Johnson et al., 
2004; Rodenburg & Johnson, 2009) that invades paddy fields and may reduce yields up to 85% or 
require abandoning the field entirely (Rodenburg & Johnson, 2009). O. longistaminata is also a host of 
rice yellow mottle virus and may act as a reservoir for the virus during the dry season when 
domesticated rice, the primary host, is not planted (Abo et al., 2000; Rodenburg & Johnson, 2009). It 
hosts insect pests that damage domesticated rice such as the African rice gall midge, Orseolia oryzovora 
(Williams et al., 1999), stemborers, and diopsid flies (Ba et al., 2008). The rhizomatous growth of O. 
longistaminata makes control extremely difficult. Mechanical management strategies include deep 
tillage during the dry season, which desiccates the rhizomes, or “underwater mowing” in which the 
developed plant stem is cut underwater, precluding regrowth (Rodenburg & Johnson, 2009). Though 
sometimes effective, these strategies are labor‐intensive and require a growing season to take effect. 
Glyphosate may also be used to control O. longistaminata before emergence of domesticated rice 
seedlings (Rodenburg & Johnson, 2009). It is worth noting that although O. longistaminata shares the 
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red pericarp of weedy red rice, it is only known to affect the African continent currently (Goulart et al, 
2014; Labrada, 2002). However, it is a potentially invasive weed of rice agroecosystems globally if 
introduced, and it also has the potential to facilitate transgene escape from domesticated rice should 
transgenic rice cultivars be deployed (Kanya, 2010). 
O. longistaminata has a relationship with humans in its native range beyond its role as a weed 
and provision of ecosystem services (Gupta, 2004). It is collected for food by indigenous people, most 
notably the Bela and Fulani people of Mali. Interspecific hybrids between O. sativa and O. 
longistaminata are reportedly consumed in Malawi, albeit rarely (Kiambi et al., 2005). The vegetation of 
O. longistaminata is used as fodder for various livestock including cattle and goats (Gupta, 2004). It has 
ceremonial use as fencing and in constructing masks and can be used to make baskets (Gupta, 2002). 
Though O. longistaminata has been investigated for its potential to treat wastewater sludge in urban 
areas, it is not effective using current practices (Kouawa et al., 2015). 
Phylogenetics and Genetic Diversity 
There are about 23 species in the genus Oryza, depending on the classification used, which can 
be found on all continents except Europe and Antarctica (Vaughan et al., 2008). The genus contains 10 
genome types which may be diploid or tetraploid with n=12: AA, BB, CC, BBCC, DD, CCDD, EE, FF, GG, 
and HHJJ (Vaughan et al., 2008). O. longistaminata is diploid with 2n=24 chromosomes and belongs to 
the AA‐genome clade of Oryza (Vaughan, 1994). Species belonging to the AA‐genome clade occur 
naturally in Asia, Africa, Oceania, and the Americas. In Africa, the AA‐genome species O. barthii, O. 
glaberrima, and O. sativa grow sympatrically with O. longistaminata (Vaughan, 1994; Wambugu et al., 
2015); O. barthii and O. glaberrima are also native to Africa, whereas O. sativa was introduced from 
Asia. Three or four other Oryza species with other genome types are also native to Africa: O. 
brachyantha (FF genome), O. eichingeri (CC genome), and O. punctata (BB genome); the tetraploid form 
of O. punctata with a BBCC genome is sometimes classified as a separate species, O. schweinfurthiana 
(Vaughan, 1994; Wambugu et al., 2013). In older literature O. longistaminata was part of the O. perennis 
taxon, which included multiple perennial Oryza species as well as O. barthii (Oka, 1974). However, O. 
longistaminata was defined as a species by Clayton (1968) and this taxonomy has remained accepted to 
date.   
The phylogenetic relationship and origin of the AA‐genome clade has long been an area of 
research. Before the availability of genome‐wide markers at high density and low cost, very few studies 
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had sufficient genomic breadth to confidently resolve the order of divergence within the clade 
(Wambugu et al., 2015; Zhu et al., 2014). Determining the history of this clade is also complicated by its 
rapid recent radiation—the AA‐genome is thought to have diverged 0.69‐9 million years ago (MYA)—
which implies that all AA‐genome species are relatively closely related to their most recent common 
ancestor and can lead to polytomy (Wambugu et al., 2015; Zhu et al., 2014; Zhu & Ge, 2005). Recent 
evidence using whole chloroplast sequences suggests that O. longistaminata is basal to the clade; its 
closest relative may be the perennial South American species O. glumaepatulata (Wambugu et al., 
2015). The divergence of O. longistaminata from the AA‐genome clade has been estimated to have 
occurred around 2 MYA (Vaughan et al., 2008). The apparent early divergence and the unique 
phenotype of O. longistaminata supports the possibility that the AA‐genome clade arose in Africa, 
though species diversity within the AA clade and Oryza as a whole is greatest in Asia (Vaughan et al., 
2008). A study using SSR and RAPD markers also found O. longistaminata to be basal to the other AA‐
genome species, though other species’ relationships in the study were inconsistent with current 
understanding (Ren et al., 2003).  
Other approaches suggest O. meridionalis, an Oceanic species, is most basal within the AA‐ 
genome clade. Park et al. (2003) drew this conclusion using MITE‐AFLP (transposon) markers, as did Zhu 
et al. (2014) using 69 nuclear sequences containing 762 markers. Another study using chloroplast data of 
6 polymorphic markers, 2 gene sequences, and 12 indels suggested O. rufipogon as the basal AA‐
genome species (Yin et al., 2015), but the relationship was not replicated if 8 nuclear SSR markers were 
used instead. Zhu et al. (2014) acknowledge that further research is needed to determine whether O. 
longistaminata or O. meridionalis is the basal species. There is a dearth of studies with adequate 
genome coverage to determine phylogenetic relationships within the AA‐genome. For example, no 
phylogenetic analysis of NGS nuclear markers or the 6K SNP‐chip of the International Rice Research 
Institute has been done to the author’s knowledge. However, a finding common to all studies is that O. 
longistaminata is relatively distant from O. sativa (Vaughan et al., 2008). 
Counterintuitively, almost all studies have found that O. longistaminata is more closely related 
to Asian, South American, and Australian species than to the African species O. barthii and O. 
glaberrima, including those with highest coverage of the nuclear genome (2,876 SNPs and 6,485 indels 
discovered in 60,821 bp of aligned nuclear sequences; Zhu et al., 2014) and the chloroplast genome (484 
SNPs discovered in 143,331 bp of aligned chloroplast sequence; Wambugu et al., 2015) to date. Several 
studies of smaller genomic scope show a similar pattern (Ren et al., 2003; Duan et al., 2007; Kwon et al., 
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2005; Marathi et al., 2015). Few analyses have shown O. longistaminata grouping closely with other 
African AA‐genome species (Park et al., 2003; Yin et al. 2015). This suggests that geography alone does 
not explain the radiation of the AA‐genome clade. 
O. longistaminata is highly diverse compared to some other rice wild relatives, which is 
consistent with its outcrossing and perennial habit. In a sample of individuals from Kenyza, Tanzania, 
Mozambique, Zambia, Zimbabwe, Botswana, Namibia, and Madagascar, 96.5% of 184 AFLP markers 
were polymorphic (Kiambi et al., 2005). Though the study did not cover the full geographic range of O. 
longistaminata, which includes West Africa, Kiambi et al. found a region in Tanzania to be most diverse 
(2005). A survey of diversity in a sample of Ethiopian individuals found that all 64 SSRs amplified were 
polymorphic (Melaku et al., 2013). In O. longistaminata, diversity is generally higher within than among 
subpopulations (Kiambi et al., 2005; Ghesquiere, 1989). 
Interspecific Hybridization and Breeding Barriers 
Chu & Oka (1969) characterized interspecific breeding barriers between O. longistaminata and 
other AA‐genome species as defined at the time of the study: O. sativa (modern O. sativa), Asian O. 
perennis (O. rufipogon), American O. perennis (O. glumaepatulata), Oceanic O. perennis (Australian O. 
rufipogon), O. glaberrima (O. glaberrima), and O. breviligulata (O. barthii). O. longistaminata was unique 
among all other AA‐genome species screened in that its use as the female parent resulted in very low 
success rates of 0—5% in obtaining interspecific seeds during hybridization with any other species; in 
contrast, the range of success rates for all other species used as the female parent (in all combinations) 
was 22—66% (Chu & Oka, 1969). If used as the male parent with any other species, the rate of success in 
obtaining interspecific seeds from O. longistaminata ranged from 37—66% (Chu & Oka, 1969), though 
hybridity was not confirmed with molecular markers. Similarly, Lu et al. (2003) found seed set from 1.5% 
to 16.1% if O. longistaminata was used as female and seed set from 10.4% to 25.7% if used as male in 
crosses with all other AA‐genome species. Although the undomesticated African species O. barthii is 
commonly sympatric with O. longistaminata, no evidence for interspecific hybridization between these 
species has been found; interspecific crossability was the lowest of all species combinations observed, 
with success rates of 0% and 1.5% in the cross O. longistaminata/O. barthii and success rates of 24.8% 
and 37% for O. barthii/O. longistaminata (Chu & Oka, 1969; Lu et al., 2003). Ghesquiere (1988) 
suggested that selection against introgression from O. barthii in O. longistaminata has strengthened the 
breeding barrier between the two species. In contrast, hybridization with O. glaberrima (African 
cultivated rice which was derived from and is closely related to O. barthii) ranged from 16.1% seed set 
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for O. longistaminata/O. glaberrima—the maximum observed of crosses between any species and 
female O. longistaminata—and 25.7% for O. glaberrima/O. longistaminata (Lu et al., 2003). Overall, 
interspecific hybridization with O. longistaminata, which is self‐incompatible, may be inhibited by 
unilateral incompatibility with self‐compatible species of the AA‐genome clade; abnormalities in pollen 
tube formation may preclude fertilization, leading to a pre‐zygotic breeding barrier (Lewis & Crowe, 
1958). 
However, the capacity of O. longistaminata to hybridize with other species has mainly been 
focused on domesticated Asian rice, O. sativa, primarily because O. longistaminata is a potential gene 
donor to O. sativa. Concern that transgenes in O. sativa may escape to wild relatives has also promoted 
research on interspecific crossability (Causse & Ghesquiere, 1991; Kanya, 2010; Kilewa, 2014). While 
hybrids of O. sativa and O. longistaminata from field and laboratory settings have been documented, 
there nonetheless exists a breeding barrier between O. longistaminata and O. sativa. Chu & Oka (1969, 
1970) found that the post‐zygotic barrier was controlled by a set of complementary dominant genes 
where interspecific heterozygosity conferred lethality rather than chromosomal or cytoplasmic 
interspecific incompatibility. Because Chu & Oka (1969) observed that O. sativa/O. longistaminata 
crosses produced seed 49% of the time, whereas O. longistaminata/O.sativa crosses had success rates 
of only 3%, they hypothesized that the complementary lethal genes influenced endosperm 
development. Doubled copies of dominant O. longistaminata alleles in the endosperm led to faster 
deterioration than doubled copies of dominant O. sativa alleles, resulting in directionality in success of 
crosses between O. longistaminata and O. sativa (Chu & Oka, 1970). In O. longistaminata/O. sativa 
crosses Chu & Oka (1970) observed necrosis of endosperms and cessation of embryo growth ~3‐4 days 
after pollination (DAP), whereas embryo growth of the O. sativa/O. longistaminata crosses ceased 10 
DAP. By 15 DAP, 97% of the O. sativa/O. longistaminata embryos showed developmental abnormalities 
relative to the parental embryos, such as lack of tissue differentiation of the coleoptile and radicle from 
the plumule primordium (Chu & Oka, 1970). The endosperms of the O. sativa/O. longistaminata crosses 
also had multiple abnormalities (low numbers of cells formed, irregularly shaped cells, lack of starch 
deposit, lack of aleuron layer formation, and excessive nucellus growth around the embryo), ultimately 
leading to failure of starch deposition, and resulting in shrunken seeds (Chu & Oka, 1970). The S40 locus 
on chromosome 1, which is associated with pollen sterility and partial embryo‐sac sterility in 
heterozygous near‐isogenic lines derived from an interspecific cross of O. longistaminata and O. sativa 
(Chen et al., 2017), is consistent with the locus described by Chu & Oka (1970). De‐repression of MADS 
box genes including OsMADS87, OsMADS81‐85, and OsMADS99 0‐7 DAP, possibly regulated upstream 
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by the PCR2 complex, is also thought to partially explain developmental abnormalities of the endosperm 
observed in crosses of O. sativa and O. longistaminata (Ishikawa et al., 2011). In general, deterioration 
of the embryo and the endosperm co‐occur, with only two exceptions observed in which either the 
embryo was normal and the endosperm deteriorated or vice versa (Chu & Oka, 1970). 
The F1 progeny of crosses of O. longistaminata and O. sativa may also be less viable and fertile 
than non‐hybrid plants. In F1 plants from crosses of O. longistaminata and O. sativa, Chu & Oka (1969) 
observed cessation of growth ~30 days after germination (3.2% of F1 plants) and embryo sac sterility 
(13‐50% of F1 plants). Average seed set in BCF1 progeny of O. sativa/O. longistaminata was 4% (Sacks et 
al., 2006), which was less than the 50% seed set predicted by the model of Chu & Oka (1969). Therefore, 
it is likely that the interspecific breeding barrier is controlled by multiple genes (Sacks et al., 2006). 
Pollen fertility in an F1 hybrid of O. sativa and O. longistaminata was 32.53%, though the male O. 
longistaminata parent had 64.51% pollen fertility (Tao & Sripichitt, 2000), and some F1 interspecific 
hybrids have been reported nearly male‐sterile, with 13% pollen fertility (Ghesquiere, 1988; Sacks et al., 
2006). Chen et al. (2009) identified a QTL from O. longistaminata on chromosome 6 associated with 
pollen (and spikelet) sterility in an interspecific backcross population of the O. sativa cultivar RD‐23. The 
gene S44(t), also on chromosome 6, reduced pollen fertility in hybrid heterozygotes as well, and it 
appeared to interact strongly with environment (Zhao et al., 2012). Another QTL associated with pollen 
sterility was mapped to chromosome 1 (Taneichi et al., 2005).  
Though a significant interspecific breeding barrier exists, several studies indicate O. 
longistaminata can spontaneously hybridize with O. sativa in the field (Bezançon et al., 1977; Bezançon 
et al. 1978; Bolaji & Nwokeocha, 2013; Causse & Ghesquiere, 1991; Ghesquiere, 1989; Kanya, 2010; 
Kiambi et al., 2005; Kilewa, 2014). To the authors’ knowledge, only two of these studies used molecular 
markers to confirm hybridity (Kanya, 2010; Kilewa, 2014). Interspecific hybrids between O. sativa and O. 
longistaminata near rice fields were first reported by Chu & Oka (1970), who called the putative hybrids 
obake—meaning monsters or ghosts. Chu & Oka (1970) did not believe that the hybrid obake plants 
they observed were F1 plants and hypothesized that wild O. longistaminata populations, especially near 
cultivated fields, may carry cryptic introgression from domesticated rice; they noted that the cross‐
pollinated species may have been more likely to absorb genes from foreign pollen than the self‐
pollinated O. sativa. However, molecular testing of Chu & Oka’s hypotheses was not available at the 
time. Recently, Kilewa (2014) confirmed interspecific hybridization in Tanzanian populations of O. 
longistaminata collected along the borders of rice fields using phenotype and one SSR marker, and 
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populations from the wild were used as a control. Kilewa (2014) found that in field conditions O. 
longistaminata/O. sativa progeny were nearly 3‐fold more frequent than O. sativa/O. longistaminata 
progeny, and the O. longistaminata/O. sativa hybrids were not phenotypically obvious. Kanya (2010) 
made controlled bidirectional crosses of O. sativa and O. longistaminata and concluded that 
spontaneous hybridization was possible, though progeny were only obtained if O. sativa was used as the 
female. Kiambi et al. (2005) observed in‐situ hybridization in Malawi between O. longistaminata and an 
unknown landrace, Kalulu, during a collection mission; however, no molecular confirmation was 
obtained.  
Plant breeders have also made controlled crosses between O. longistaminata and O. sativa; 
there have been at least 11 crossing studies reporting hybrids to date (Table 1.1). Most previous crosses 
of O. sativa and O. longistaminata used O. sativa as the female parent and used embryo rescue to 
obtain progeny. Chu & Oka (1969) crossed O. longistaminata accessions of unspecified provenance to 
the O. sativa japonica cultivar Taichung‐65 and obtained interspecific progeny. Ghesquiere (1988) 
crossed an indica landrace from Guinea Bissau, BS125, to a Botswanan O. longistaminata accession, WL‐
02, and obtained a single progeny that was nearly male‐sterile with short rhizomes. Khush et al. (1991) 
obtained a hybrid progeny by crossing the indica cultivar IR24 and a Malian accession of O. 
longistaminata maintained in India; the O. longistaminata accession is now held at the IRRI genebank as 
accession 110404. Kaushal & Ravi (1998) crossed the O. sativa basmati cultivars PR 106 and Pusa 
Basmati 1 to at least two O. longistaminata accessions of unknown provenance from IRRI, BTC‐C‐I and 
BTC‐L‐II; only crosses to PR 106 survived, though more germinated. Maekawa (1996) crossed the 
japonica cultivars Shiokari and later Taichung‐65 to a Kenyan O. longistaminata accession, Mpunga wa 
Majani, and obtained fertile progeny (Gichuhi et al., 2016). Tao & Sripichitt (2000) obtained a fertile 
progeny with long rhizomes from a cross between an indica cultivar from Thailand, RD23, and an 
unknown O. longistaminata accession from Niger (Hu et al., 2003). Lu et al. (2003) crossed O. 
longistaminata of unspecified provenance to O. sativa without embryo rescue and obtained 16.2% seed 
set, but their germinability was unconfirmed. Waheed et al. (2012) reported that crosses between O. 
longistaminata and the O. sativa cultivar Malakand yielded seeds without confirmed viability. Ramos et 
al. (2016) obtained an interspecific hybrid progeny from a cross between the Taichung 65 and O. 
longistaminata accession 110404, the same accession previously used by Khush (1991).  
Some studies have successfully recovered progeny from the reciprocal cross, using O. 
longistaminata as the female parent and O. sativa as male. Progeny were recovered from a cross of O. 
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sativa cultivar Miandry bararata as the male parent to O. longistaminata of Madagascar as the female 
parent without embryo rescue (Rakotomalala, 2001). However, crosses using Kenyan O. longistaminata 
as females and O. sativa cultivar Basmati 370 as males (without the use of embryo rescue) resulted in no 
viable progeny (Kanya, 2010; Kanya et al., 2012). Crosses of female O. longistaminata of unknown 
provenance and male O. sativa without embryo rescue resulted in 3.8% seed set; viability was 
unconfirmed (Lu et al., 2003). Using unknown O. longistaminata as female and the O. sativa cultivar 
Taichung 65 as male, Chu & Oka (1970) obtained progeny without embryo rescue; they also reported 
that germination of F1 seeds from O. longistaminata/O. sativa crosses was higher (83%) than O. 
sativa/O. longistaminata crosses (4%), though the latter produced ~16‐fold as many seeds as the 
former. The increased viability of O. longistaminata/O. sativa F1 seeds many explain Kilewa’s 
observation (2014) of more frequent O. longistaminata female parentage in spontaneous F1 hybrids 
with O. sativa sampled in the field: though seed production from O. longistaminata/O. sativa may be 
less than that from O. sativa/O. longistaminata, concordant with the complementary dominant genes 
conferring lethality in interspecific hybrids described by Oka & Chu (1970), the seeds produced by O. 
longistaminata/O. sativa crosses may be more viable and more likely to survive field conditions 
It is worth noting that there may be many more unreported failures than successes in crossing, 
and the reported rate of success varies. Ramos (personal communication, 2017) stated that well over a 
thousand crosses were required to obtain a single viable F1 progeny using four O. longistaminata 
accessions as males and multiple O. sativa as females. In contrast, Kaushal & Ravi (1998) obtained viable 
progeny from around 550 O. sativa/O. longistaminata spikelet pollinations, a success rate of ~2.5%, and 
Tao & Sripichitt (2000) obtained a viable progeny from 119 O. sativa/O. longistaminata spikelet 
pollinations for a success rate of 0.08%. Kanya (2010) reported a 6% success rate, though a sample of 8 
putative hybrids screened with molecular markers revealed 3 false positives, suggesting the true success 
rate was closer to 2%. However, Chu & Oka (1969) reported 3% success out of 184 trials in recovering 
hybrid progeny without embryo rescue if O. longistaminata was used as the female parent, whereas the 
recovery rate was 49% in 1,197 trials if O. sativa was used as the female. 
Putative hybrids of O. longistaminata and O. sativa cannot always be verified phenotypically, 
but characteristics have been reported for the few F1 hybrids that exist. Interspecific F1 hybrids vary in 
the number and length of rhizomes produced (Kilewa, 2014; Ghesquiere, 1988), and the F1 hybrids have 
intermediate rhizomatousness relative to O. longistaminata (Kilewa, 2014; Sacks et al., 2006; Tao & 
Sripichitt, 2000). Kilewa (2014) reported that the F1 progeny exceed both O. sativa and O. 
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longistaminata in height, number of tillers, and length and width of flag leaves. The heights of BC7F2 
individuals derived from the O. sativa cultivar RD‐23 (also used as the parent for backcrossing) and a 
Nigerian O. longistaminata accession showed transgressive segregation both above and below the 
parent heights as well as intermediate heights relative to the parents. Hybrids of O. longistaminata and 
O. sativa backcrossed to O. sativa may have the long awns of O. longistaminata and many exhibit 
stigma, collar, or spikelet color (Causse & Ghesquiere, 1991). Kanya et al. (2012) reported that 
interspecific F1 hybrids produce more seeds than either the O. sativa or O. longistaminata parent, 
though no other study has produced similar results. 
Breeding 
Use of O. longistaminata in breeding domesticated rice has been limited, in part due to the 
interspecific breeding barrier, but valuable introgressions have resulted in improvement of multiple 
traits in O. sativa. There is also evidence for other useful traits than have not yet been utilized in 
domesticated rice. A major contribution of O. longistaminata to domesticated rice production was the 
Xa21 gene, which confers resistance to multiple strains of bacterial blight, Xanthomonas oryzae (Khush 
et al, 1991), an important disease of rice. Xa21 was later mapped and cloned, and transgenic lines were 
developed to confirm its function (Ronald et al., 1992; Tu et al., 1998; Wang et al., 1996). 
O. longistaminata has also been used to develop super‐ratooning perennial rice (Tao & 
Sripichitt, 2000; Zhang et al., 2017). A single planting of modern lines can produce at least four crops 
over two years, and ratoon yields are ~75‐80% of the main crop yields (Zhang et al., 2017) with potential 
for considerable environmental and economic benefits (Sacks, 2013). Super‐ratooning perennial rice 
perennates by producing new tillers from below ground rather than rhizomes—rhizome production is 
not required for perenniality (Sacks et al., 2003). Super‐ratooning perennial rice is tolerant of short cut 
heights at harvest; marker‐assisted selection for perennation was possible because selection of 
quantitative trail loci (QTL) associated with rhizome presence or expression improved recovery of super‐
ratooning types even when the combination of alleles was insufficient to confer rhizomatous growth (Hu 
et al., 2003). Rhizome presence in an O. sativa/O. longistaminata F2 population was controlled by two 
dominant complementary loci, Rhz3 and Rhz2, and the degree of rhizome expression (in terms of length, 
number of nodes, degree of branching, and biomass dry weight) was controlled by many QTLs (Hu et al., 
2003; Tao et al., 2001). Some QTLs implicated in degree of expression are located near genes that are 
differentially expressed in rhizome vs. shoot tissue (Hu et al., 2011). Interestingly, not all genes that 
increase rhizomatousness in interspecific populations are from O. longistaminata because of fixation of 
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the trait in this species (Hu et al., 2003). The frequency of rhizomatous individuals in a BC1F1 population 
produced from an O. sativa/O. longistaminata F1 with long rhizomes was low; only one of 162 plants 
produced rhizomes (Tao et al., 2001).  
O. longistaminata is a source of other potentially useful alleles in domesticated rice breeding. In 
addition to its resistance to the bacterial blight, it is resistant to other biotic stresses. O. longistaminata 
is allelopathic to barnyard grass, especially under nitrogen‐ and water‐limited conditions (Shen et al., 
2015; Xu et al., 2010). Resistance to rice root‐knot nematode Meloidogyne graminicola was identified in 
the Botswanan accession WL‐02, though the accession DL01‐1 from Burundi was susceptible (Soriano et 
al., 1999). O. longistaminata genes can also confer resistance to yellow stem borer in crosses to O. 
sativa, though parental material of other wild species were reported more resistant than O. 
longistaminata (Du, 2008; Panigrahi & Rajamani, 2008). O. longistaminata is resistant to rice yellow 
mottle virus, and resistance was sometimes retained in backcrossed progeny of O. longistaminata 
originating from Madagascar and the recurrent parent O. sativa (Thottappilly & Rossel, 1993; 
Rakotomalala, 2001). Transcriptome data suggests O. longistaminata is resistant to rice blast, 
Magnaporthe oryzae (He et al., 2014). Local people in Mali note that it is rare to observe an O. 
longistaminata plant sick or dying of disease, so it may possess more undocumented biotic stress 
tolerances (Gupta, 2004). 
O. longistaminata is also likely to be tolerant of abiotic stress. It possesses traits related to 
drought adaptation, including high stomatal conductance, membrane stability, leaf thickness, and leaf 
elongation under stress (Liu et al., 2004; Giulani et al., 2013). Though early perennial lines derived from 
a cross with O. longistaminata were not drought‐tolerant, this may be dependent on soil type and the 
trait may have been unintentionally lost during breeding (Zhang et al., 2013). Climate data suggest that 
O. longistaminata could also be heat tolerant (Atwell et al., 2014).  
O. longistaminata possesses traits with agronomic value. Its distinct floral morphology and high 
pollen production may be useful in producing hybrid rice efficiently (Marathi et al., 2015). Several 
studies and a patent have also reported that genes from O. longistaminata confer nitrogen‐use 
efficiency and yield maintenance when nitrogen is limited, possibly due to its interactions with nitrogen‐
fixing bacteria (Gichuhi et al., 2016; Reinhold‐Hurek et al., 2015). Although it produces few grains, O. 
longistaminata also contains cryptic yield‐enhancing alleles (Ramos et al., 2016; Gichuhi et al., 2016; 
Gichuhi et al., 2016). Brar (2004) reported that the high‐yielding variety NSICRC112 released by IRRI 
contained genes introgressed from O. longistaminata. 
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Conservation and Genetic Resources 
Further utilization of O. longistaminata in breeding programs and other contexts is dependent 
on conservation of genetic resources. O. longistaminata germplasm is currently held at the International 
Rice Research Institute in the Philippines, the National Institute of Genetics in Japan, the Africa Rice 
Centre, the Southern African Development Community Plant Genetic Resources Network (SPGRC) in 
Zambia, the United States Department of Agriculture, the International Livestock Research Institute in 
Ethiopia, and the Millenium Seed Bank Project (Wambugu et al., 2013). More research is needed to 
determine whether there are gaps in current collections (Wambugu et al., 2013). Especially, a 
comparison of diversity in materials conserved ex situ and growing in situ is needed to ensure maximal 
diversity has been captured by genebanks given that African biodiversity is increasingly threatened by 
land use changes (Wambugu et al., 2013).  
No in situ conservation programs directly targeting O. longistaminata or any African rice species 
currently exist (Wambugu et al., 2013). However, some protected areas are O. longistaminata habitat 
(Wambugu et al., 2013). The main threat to O. longistaminata is habitat destruction. Damming rivers, 
which decreases inundation, can reduce O. longistaminata range or even cause local extinction 
(Kleynhans et al., 2007). Not only does inundation protect the species from overgrazing, but it is also 
required to preserve the species’ niche (Kleynhans et al., 2007). A study assessing the ecological impacts 
of damming the Nyl River found that it would reduce the range of O. longistaminata, though controlled 
releases could mitigate the damage (Kleynhans et al., 2007; Higgins et al., 1996). Active rehabilitation of 
the Logone floodplain in North Cameroon through controlled releases was shown to revitalize the O. 
longistaminata population, which had been reduced by damming (Scholte, 2005). Draining of swamps 
and wetlands for agriculture also reduces O. longistaminata habitat, as does its eradication from 
farmer’s fields as a weed (Kiambi et al., 2005). 
Conclusion 
The rice wild relative O. longistaminata is ecologically important, highly diverged from O. sativa, 
genetically diverse, and an important contributor to past rice breeding efforts. Though challenges exist 
in conserving and utilizing this species, including a significant breeding barrier, available literature 
suggests it has potential to make further contributions to rice production. 
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Table 
Table 1.1. Summary of crossing success rates and methods from laboratory efforts to hybridize O. longistaminata and O. sativa.  
 
 
O. longistaminata parent  O. sativa parent  Florets Evaluated 
Germinable 
Progeny Obtained 
Success Rate 
(Germinable Progeny 
Obtained / Florets 
Evaluated *100) 
Rescue 
method 
Pollen 
Fertility of 
Progeny  Citation 
O. longistaminata as male 
WL‐02 (Botswana)  BS125, indica  1 7.8% Ghesquiere, 1988
unknown  Taichung‐65, japonica 1197 44 3.7% none 20.5% Chu & Oka, 1969
110404  IR24, indica  1 Khush et al., 1991
BTC‐L‐I  PR 106, basmati  268 18 6.7% embryo 8% Kaushal & Ravi, 1998
BTC‐L‐II  PR 106, basmati  280 6 2.1% embryo 8% Kaushal & Ravi, 1998
BTC‐C‐I  Pusa Basmati 1, basmati 135 5 3.7% embryo Kaushal & Ravi, 1998
BTC‐L‐II  Pusa Basmati 1, basmati 107 2 1.9% embryo Kaushal & Ravi, 1998
Mpunga wa Majani  Shiokari, japonica  Maekawa, 1996
Mpunga wa Majani  Taichung‐65, japonica 1 ovary 73.5% Maekawa, 1996; Gichuhi et al., 2016
unknown (Nigerian)  RD23, indica  119 1 3.03% ovary 32.5% Tao & Sripichitt, 2000
unknown  Malakand  218 0‐4* 0‐1.8%* none Waheed et al., 2012
110404  Taichung‐65, japonica 1 ** embryo Ramos et al., 2016
unknown  unknown  3,595 *** *** Lu et al., 2003
unknown (Kenyan)  Basmati 370  ~5,880 330**** ~6%****  none Kanya, 2010
O. longistaminata as female 
unknown (Kenyan)  Basmati 370  ~5,880 0 0% none Kanya, 2010
unknown (Madagascar)  Miandry bararata  none Rakotomalala, 2001
unknown  Taichung‐65, japonica 184 153 83.3% none 48.1% Chu & Oka, 1969
    Lu et al., 2003
*Progeny were not tested for germination, therefore the range of possible values was reported from the number of seeds obtained. 
**Ramos indicated in personal communication (2017) that well over 1,000 floret pollinations were required to obtain the progeny. 
***Though germinability of the progeny was not reported, seed set was 16.2%. 
****Kanya (2010) confirmed hybridity with molecular markers in a subset of the germinable progeny, and the true rate of hybrid recovery was likely closer to 2%. 
*****Though germinability of the progeny was not reported, seed set was 3.8%. 
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CHAPTER 2: POPULATION STRUCTURE AND GENETIC DIVERSITY OF THE UNDOMESTICATED RICE 
RELATIVE ORYZA LONGISTAMINATA 
Abstract 
The undomesticated rice relative Oryza longistaminata is a valuable genetic resource for 
improvement of the domesticated Asian rice, O. sativa. Understanding population structure of O. 
longistaminata across its geographic range—which includes most of sub‐Saharan Africa—would 
facilitate germplasm conservation and management. Though past introgressions from O. longistaminata 
have improved biotic stress resistance, ratooning ability, and yield in O. sativa, progress has been 
slowed by a substantial breeding barrier between the species. This study reports the identification of 
three genetic subpopulations in O. longistaminata using genome‐wide markers from 189 accessions 
across the species’ geographic range, quantification of overall diversity O. longistaminata among and 
within its genetic subpopulations, and the identification of spontaneous interspecific hybrid individuals 
between O. sativa and O. longistaminata in the germplasm sampled.  
Introduction 
Global consumption of Asian domesticated rice, Oryza sativa, is projected to rise from 439 
million tons to 555 million tons between 2010 and 2035 as the human population increases (Seck et al., 
2012). Producing the requisite amount of rice using fewer inputs and with the additional challenge of 
climate change will require new sources of variation for trait improvement (Mohanty et al., 2013). The 
rice wild relative O. longistaminata is a valuable genetic resource for breeding Asian domesticated rice, 
O. sativa. A perennial, cross‐pollinated species native to all of sub‐Saharan Africa, O. longistaminata is 
thought to be highly diverse (Bezançon et al., 1977; Bezançon et al., 1978; Kiambi et al., 2005; Melaku et 
al., 2013). Of the eight AA‐genome species that make up the primary germplasm pool of domesticated 
rice, it is one of the most genetically distinct from O. sativa (Wambugu et al., 2015, Zhu et al., 2014). O. 
longistaminata is distantly related to the two other AA‐genome species of rice indigenous to Africa—a 
domesticated species, O. glaberrima, and its wild progenitor, O. barthii (Wambugu et al., 2015; Zhu et 
al., 2014). Though past breeding efforts have introgressed valuable genes from O. longistaminata to 
domesticated Asian rice, including bacterial blight resistance, perennial habit, and yield‐enhancing 
components, the development of genetic resources for this understudied wild species would assist 
further progress (Atwell et al., 2014; Gichuhi et al., 2016; Ronald et al., 1992; Sanni et al., 2013; Zhang et 
al., 2017). Understanding O. longistaminata population structure and genetic diversity based on high 
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genome coverage across the full geographic range of this species would facilitate conservation planning, 
germplasm management, and improvement of domesticated rice (Wambugu et al., 2013). 
Because hybridization with O. sativa is complicated by a substantial breeding barrier, 
manipulating the crossability between these two species could accelerate introgression efforts (Causse 
& Ghesquiere, 1991). The success rate of laboratory efforts at hybridization has varied from less than 1 
in 1000 (Ramos, personal communication, 2017) to 1 in 50 (Kaushal & Ravi, 1998) with the outlying 
exception of the 1 in 2 success rate of Chu & Oka (1970). Recovering interspecific progeny has typically 
required embryo rescue (Causse & Ghesquiere, 1991; Khush et al., 1991; Ramos et al., 2016; Tao & 
Sripichitt, 2000). In contrast to the strong breeding barrier observed in the laboratory, however, 
Bezançon et al. (1977), Chu & Oka (1970), Ghesquiere (1986), Kanya (2010), and Kilewa (2014) reported 
the occurrence of spontaneous hybrids between O. sativa and O. longistaminata, especially along the 
edges of rice fields in Africa. Identification of natural hybrids of O. sativa and O. longistaminata, 
including backcross generations, could facilitate introgression efforts if plant breeders can identify 
individuals that have O. longistaminata genes but which are also highly crossable with O. sativa. Given 
the broad geographic range of O. longistaminata, the species’ great potential as a source of genes for 
improving domesticated rice, and the need for a continent‐ and genome‐wide population genetics 
analysis, the present study was conducted to 1) characterize population structure of O. longistaminata 
throughout its native range in sub‐Saharan Africa using 189 accessions in the International Rice Research 
Institute (IRRI) genebank, 2) quantify genetic diversity of O. longistaminata overall and among its genetic 
groups, and 3) determine if previous reports of spontaneous interspecific hybrids between O. sativa and 
O. longistaminata in Africa can be confirmed in the IRRI germplasm collection.  
Materials and Methods 
Plant materials 
In total, 190 accessions of O. longistaminata collected from much of the species’ native 
geographic range in sub‐Saharan Africa were studied; this included all of the available and viable 
accessions in the genebank of the International Rice Research Institute. On average, accessions in the 
IRRI genebank have undergone three seed increases in a screenhouse since acquisition by the genebank. 
In this study, up to two individuals from each O. longistaminata accession were sampled, for a total of 
369 individuals. Control outgroups of O. sativa (n=11), O. barthii (n=7), and O. glaberrima (n=4) were 
obtained from the USDA National Plant Germplasm System. Based on molecular marker data, four 
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accessions labeled O. glaberrima were found to be O. sativa, and two accessions labeled O. 
longistaminata were found to be O. barthii; the above numbers reflect the species identity rather than 
the label. The control outgroup species were chosen because they comprise, along with O. 
longistaminata, all of the AA‐genome Oryza species known to exist in Africa. Additionally, a known O. 
sativa/O. longistaminata F1 hybrid from a controlled cross and two of its F2 progeny were included in the 
study as controls for comparison with putative interspecific hybrids observed in the O. longistaminata 
accessions. The control interspecific individuals were from a cross between the Thai O. sativa ssp. indica 
cultivar RD‐23 and a Nigerian O. longistaminata accession (Dayun & Sripichitt, 2000; Hu et al., 2003); 
molecular data from RD‐23, the Nigerian O. longistaminata accession, and the O. sativa cultivar Minghui 
63 were also used in the study (Zhang, unpublished raw data). In total, 397 individuals were studied: 370 
O. longistaminata, 13 O. sativa, 7 O. barthii, 4 O. glaberrima, and 3 known O. sativa/O. longistaminata 
hybrids. Seed were aseptically germinated and O. longistaminata plants were grown to maturity in a 
greenhouse at Urbana, IL. Any aberrant phenotypes in the O. longistaminata individuals were recorded 
(e.g. lack of rhizomes, filled grains produced by selfing, and short stature; Vaughan, 1994).  
Molecular markers 
Leaf tissue was collected at the seedling stage and DNA was extracted using the CTAB 
(cetyltrimethylammonium bromide) method with minor modifications (Fulton et al., 1995). Restriction 
site‐associated DNA sequencing (RAD‐seq) libraries were prepared according to Clark et al. (2014) based 
on the method of Poland et al. (2012). In brief, DNA from each individual was digested with the 
restriction enzymes PstI‐HF and MspI followed by ligation to barcoded adapters; then, the samples were 
pooled, and fragments 200‐500 bp were selected and amplified by polymerase chain reaction (PCR). 
Libraries were sequenced on an Illumina Hi‐Seq 2000 for 100 bp single‐end reads at the Roy J. Carver 
Biotechnology Center at the University of Illinois. RAD‐seq data were analyzed in the TASSEL 5.2.30 
GBSv2 pipeline (Bradbury et al., 2007) and 64‐kmer sequences from each read were aligned to the 
Nipponbare reference genome using Bowtie 2.2.4 (Langmead et al., 2009), yielding 305,086 single 
nucleotide polymorphisms (SNPs) among 391 individuals. Two individuals with more than 70% of sites 
missing were removed from the study. For each set of individuals used in a given iteration of population 
structure analysis, the SNPs were filtered to require a minimum minor allele frequency of 0.01 and a 
minimum site count equal to 75% of the number of individuals in the dataset. Only the two most 
common alleles of each SNP were retained. 
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Genetic data analysis 
To identify genetic subpopulations and assign individuals to those groups, two complementary 
analyses of population structure were conducted using the ADMIXTURE model in the software 
STRUCTURE 2.3.4 (Falush et al., 2003) and discriminant analysis of principal components (DAPC) in the R 
package adegenet (Jombart et al., 2010; Jombart & Ahmed, 2011). Three replications of ADMIXTURE at 
each K=1 through K=10 were run with a burn‐in of 10,000 MCMC repetitions followed by 50,000 default 
MCMC repetitions, and the Evanno method as implemented by StructureHarvester was used to identify 
the optimal number of clusters (Earl & VonHoldt, 2011). For DAPC, principal components analysis was 
first conducted with the glPca function, then the find.clusters function was used to make initial 
groupings with the n.start option set to 500 to ensure convergence; dapc was used to assign individuals 
to each cluster. The number of clusters with the minimum Bayesian Information Criterion (BIC) was 
chosen as optimal. To determine ancestry of putative hybrids, two replications of STRUCTURE were run 
at K=4 with the USEPOPINFO and PFROMPOPFLAGONLY options set to 1, MIGRPRIOR set to 0, and a 
burn‐in of 10,000 MCMC repetitions followed by 50,000 default MCMC repetitions. Neighbor‐joining 
trees were generated using Archaeopteryx 0.9893 beta (Han & Zmasek, 2009) and the R package ape 
(Popescu et al., 2012) to observe local topologies. Genetic distance was calculated in TASSEL 5.2.30, and 
all trees were rooted using root.phylo in the R package ape at the O. barthii individual from accession 
311694, which had the maximum pairwise genetic distance observed. Geographic maps were drawn in 
ArcGIS 10.3.1 (ESRI).  
Spatial principal components analysis (sPCA) was conducted in the R package adegenet to 
identify spatial patterns in genetic variation. To reduce computation time, SNPs were thinned to a 
minimum distance of 5000 bp, and only SNPs with a minor allele frequency greater than 0.01 that had 
been sampled in all individuals were used, yielding 5,980 SNPs. Genotypes were pooled by accession 
collection site and allele frequency was estimated per collection site before analysis; a connectivity 
network of the collection sites was generated using the minimum spanning method. The lagged 
principal scores were interpolated by the natural neighbor method in ArcGIS 10.3.1. 
Estimates of FST (genetic differentiation among subpopulations), FIS (inbreeding coefficient), and 
D (Nei’s genetic diversity or expected heterozygosity) were calculated using a custom R script, adjusted 
for sample size following Nei & Chesser (1983), and averaged across loci. Pairwise estimates of genetic 
differentiation among genetic groups was estimated with Jost’s D (Jost, 2008) and calculated using the 
pairwiseJostDnumeric function in R (Clark, 2016). To obtain a 99.2% probability under the binomial 
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distribution of calling heterozygous loci correctly from the RAD‐seq reads, 61,882 SNPs with a minimum 
depth of 7 were used to calculate the population genetics parameters. 
Results 
Three O. longistaminata groups and one interspecific hybrid group identified 
O. longistaminata was differentiated from the control outgroups O. sativa, O. barthii, and O. 
glaberrima in STRUCTURE and DAPC analyses that included all individuals except the three interspecific 
hybrid controls, parents of the hybrid controls, and Minghui 63 (nind = 389, nSNPs = 86,535; Fig. 2.1). DAPC 
analysis identified genetic groups with higher resolution, and the optimal number of groups was six: 
three groups of O. longistaminata, one group of O. sativa, one group comprising the African species O. 
glaberrima and O. barthii, and one group subsequently identified as putative interspecific hybrids (Fig. 
2.1). Choosing seven clusters instead of six split the O. sativa group into the indica and japonica 
subspecies. In contrast, K=2 was optimal in STRUCTURE analysis (Fig. 2.1, Fig. 2.2) with one cluster 
including all O. longistaminata individuals and the other including the all of the outgroup species, O. 
sativa, O. barthii, and O. glaberrima. A set of 16 individuals that had greater than 15% admixture with 
the outgroup species in STRUCTURE (Fig. 2.1) comprised a group of putative interspecific hybrids that 
also clustered together in the neighbor‐joining tree between the outgroup species and the other O. 
longistaminata groups (Fig. 2.3; Table 2.1), and were a distinct group in DAPC. Many of the putative 
interspecific hybrids had phenotypes that were atypical for O. longistaminata.  
To further investigate population structure of O. longistaminata without potential bias from 
outgroup species and putative interspecific hybrids, a second set of DAPC and STRUCTURE analyses 
were conducted on only the O. longistaminata individuals previously found to have less than 15% 
interspecific admixture (nind = 351, nSNPs = 75,371; Fig. 2.1). DAPC again identified the three O. 
longistaminata genetic groups observed in the prior analysis (Fig. 2.1). Geographic maps of individuals in 
the three DAPC groups showed that they corresponded to Northwestern Africa, Pan‐Africa, and 
Southern Africa (Fig. 2.4). STRUCTURE analysis of just the O. longistaminata subset identified K=2 as 
optimal (Fig. 2.2). Individuals without intraspecific admixture were concentrated in northwestern Africa 
and southern Africa, but most individuals were admixed between the two O. longistaminata groups (Fig. 
2.1, Fig. 2.4); at K=3, all but two individuals in the Pan‐African group were admixed intraspecifically. At 
K=3 in STRUCTURE, the group membership of individuals was unchanged from DAPC (Fig. 2.1). The three 
O. longistaminata DAPC groups also formed distinct clades within the neighbor‐joining tree (Fig. 2.3). 
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The three O. longistaminata subpopulations did not show further substructure when analyzed 
separately in DAPC (not shown). An individual's proportion of intraspecific admixture with each O. 
longistaminata group was moderately correlated with latitude (r2 = 0.37) and longitude (r2 = 0.44). 
Spatial principal components analysis using 5,980 SNPs at 153 geographic sites showed the 
overall geographic patterns of genetic structure observed with DAPC and STRUCTURE (Fig. 2.5). Two 
eigenvectors were retained for analysis (Fig. 2.5C). The first eigenvector accounted for 11.9% of the 
genetic variation between sites and showed sharp differentiation between a group of individuals in the 
south and all others (Fig. 2.5A). The second eigenvector, represented 3.4% of genetic variation between 
sites and showed differentiation from east to west; the northwestern and southern groups represented 
the most extreme values (Fig. 2.5B). 
Because all but 16 of the 126 individuals in the Northwestern Africa O. longistaminata group 
were from a 64,000 km2 region of Mali, it is possible that high geographic sampling density led to 
distinction of this group (Fig. 2.4). To mitigate potential bias due to uneven geographic sampling, 
STRUCTURE and DAPC were rerun using genetic data from a set of O. longistaminata accessions filtered 
to a minimum geographic distance of 25 km (nind = 173, nSNPs = 74,793). STRUCTURE results still showed 
optimal K=2 with individuals of pure group ancestry falling in Northwestern and Southern groups. 
However, DAPC indicated optimal K=2, and the formerly distinct Northwestern group merged with the 
Pan‐African group (data not shown). It is possible that similarly dense sampling of the entire species 
would maintain the Northwestern group and additionally reveal further substructure in other regions; 
for example, the sPCA suggested that there may be a distinct northeastern group despite sparse 
sampling from the northeast in the current dataset (Fig. 2.5A). 
Genetic diversity was similar among the three O. longistaminata DAPC groups, with the 
Northwestern Africa group having the lowest estimate of D (Table 2.2). Overall, genetic differentiation 
among the O. longistaminata groups, as indicated by FST and pairwise Jost’s D, was low (Table 2.2, Table 
2.3). The Southern Africa group was the most diverse, the most differentiated from the other O. 
longistaminata groups, and also the most closely related to the outgroup species (Table 2.3; Fig. 2.3). In 
contrast to the Southern Africa group’s high genetic diversity, the group’s inbreeding coefficient was 
more than 1.5 times greater than that observed for the other O. longistaminata groups (Table 2.2). The 
Pan‐Africa subpopulation was the least differentiated from the whole. Among all pairwise comparisons 
of the O. longistaminata groups, the Northwestern Africa and Southern Africa groups were the most 
genetically differentiated (Table 2.3).   
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O. sativa/O. longistaminata hybrids and bidirectional introgression 
To further investigate the ancestry of the previously identified putative interspecific hybrids 
(>15% interspecific admixture) and the O. longistaminata observed to have a low proportion of 
interspecific admixture (up to 15%), a STRUCTURE analysis was conducted using USEPOPINFO to pre‐
define known groups as O. sativa, O. glaberrima, O. barthii, and O. longistaminata with zero interspecific 
admixture and assign other individuals ancestry from known groups. As controls, the analysis included a 
known O. sativa/O. longistaminata F1 hybrid from a controlled cross and two of its F2 progeny (nind = 
391, nSNPs = 85,064). As expected, the known interspecific hybrids from controlled crosses were correctly 
identified as hybrids of O. sativa and O. longistaminata (Table 2.1). The analysis indicated that all 
individuals previously observed to have more than 15% interspecific admixture had ancestry 
predominantly from O. sativa (Asian) and O. longistaminata (African) but negligible ancestry from O. 
barthii (African) and O. glaberrima (African; Table 2.1). Ancestry from O. sativa was 68% or higher in two 
individuals (Table 2.1), indicating introgression of O. longistaminata genes into Asian domesticated rice; 
however, higher ancestry from O. longistaminata than O. sativa was observed in the other 14 
interspecific individuals, indicating introgression of genes from the domesticated Asian species into the 
undomesticated African species. Five individuals had Q‐values similar to the F1 and F2 controls, and 
several other individuals had ratios near those expected in the BC1 and BC2 generation for introgression 
into both O. longistaminata and O. sativa (Table 2.1). The putative early‐generation hybrids between O. 
sativa and O. longistaminata were likely from recent crossing events and were from areas of sub‐
Saharan Africa where O. sativa is currently cultivated (WARDA, 2008).  
According to STRUCTURE with the USEPOPINFO option on, all of the individuals in the Southern 
Africa O. longistaminata group had low‐level admixture (<15%) with O. sativa (n = 45; mean = 2.8%; 
range, 0.7% — 5.5%), although not all individuals showing interspecific admixture belonged to the 
Southern group. O. sativa ancestry less than 15% was rare in the Northwestern African individuals (n = 
126; mean, 0.1%; range, 0.0% — 8.3%) and Pan‐African individuals (n = 180; mean, 0.0%; range, 0.2% — 
5.2%) O. longistaminata groups. To examine whether grouping was sensitive to the admixture threshold, 
DAPC was rerun with interspecific admixture cutoffs of 5% and 1%. At the 5% cutoff, some individuals 
were reassigned from the Pan‐African group to the Southern Africa group, which improved group 
cohesion in the neighbor‐joining tree (Fig. 2.3). Group membership was stable between the 5% and 1% 
cutoff (not shown). 
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Discussion 
Relationship between O. longistaminata and the other AA‐genome species in Africa 
Our study indicated that the undomesticated African O. longistaminata was more closely related 
to Asian domesticated rice, O. sativa, than to the African O. glaberrima‐O. barthii group even when the 
analyses were conducted with O. longistaminata individuals that exhibited less than 1% interspecific 
admixture (Fig. 2.3). The majority of previously conducted studies have also concluded that O. 
longistaminata is more closely related to O. sativa than to O. barthii and O. glaberrima (Wambugu et al., 
2015; Zhu et al., 2013; Ren et al., 2003; Duan et al., 2007; Kwon et al., 2006; Marathi et al., 2015; Cheng 
et al., 2002); only two studies show O. longistaminata to be more closely related to O. barthii and O. 
glaberrima than O. sativa (Park et al., 2003; Yin et al., 2015.) If O. longistaminata is truly more closely 
related to its Asian relative O. sativa, than its African relatives, O. glaberrima and O. barthii, then this 
would suggest that Africa has two distinct lineages of native AA‐genome rice species, likely associated 
with independent migration events. 
Population structure in O. longistaminata 
To the authors’ knowledge, this is the first study to evaluate O. longistaminata population 
structure across most of sub‐Saharan Africa using densely‐spaced genome‐wide molecular markers. 
Three genetic groups of O. longistaminata were identified, two of which were associated with distinct 
geographic regions of Africa (Northwestern and Southern), which will be useful information for 
conserving germplasm of this species and for using this wild relative to improve domesticated rice. 
Though differentiation among the three O. longistaminata populations was low, geographic distance 
appeared to be the main factor associated with genetic differentiation; sharp barriers to gene flow were 
not observed. STRUCTURE, DAPC, sPCA, and Jost’s D consistently indicated that the extremes of 
differentiation in O. longistaminata were between the Northwestern and Southern populations (Fig. 2.1, 
Fig. 2.4, Fig. 2.5, Table 2.3). Similarly, the individuals of the Pan‐African group showed a gradient of 
admixture with each of the other genetic groups roughly according to their geographic proximity to 
each. These observations were consistent with the species’ biology, which includes perennation with 
dispersal of rhizomes along rivers during floods (Green & El‐Moghraby, 2009; Kleynhans et al., 2007), 
obligate outcrossing due to self‐incompatibility (Ghesquiere, 1986), dispersal of seed by birds (Gupta, 
2004), and adaptation to tropical environments that were relatively stable during periods of glaciation 
(Maley, 1996).  
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The mechanisms of genetic differentiation within O. longistaminata likely included drift and 
perhaps isolation associated with differences in flowering time. Populations at the edges of a species’ 
geographic range, such as the Northwestern and Southern here, can have low population densities that 
leave individuals with few neighbors with which to outcross; over time, lower effective population size 
accelerates genetic drift and increases inbreeding. Consistent with this scenario, the Southern African O. 
longistaminata group had substantially greater inbreeding than the other groups, though it also had 
unexpectedly high genetic diversity. Given that the Northwestern and Southern populations are 
separated by more than 20 degrees of latitude and the equator, variation in flowering time could also 
lead to isolation. Variation in flowering time could be due to genetic differences in day‐length sensitivity, 
the timing of the growing season, or a combination of both. O. longistaminata has been previously 
observed to be a short‐day plant, though some individuals (most commonly observed near 
domesticated rice fields) are insensitive to photoperiod (Ghesquiere, 1986). In the Urbana, IL 
greenhouse (40°N) most accessions flowered only during the short days of late autumn and winter, with 
substantial differences in flowering time among accessions; however, some flowered during the long 
days of summer (i.e. were apparently day‐neutral). Similarly, O. longistaminata accessions collected in 
Ethiopia (8‐12°N) were reported to flower during long days at Jinghong Rice Breeding Station in China 
(20°N; Melaku, personal communication, 2017).  
Origins of the Southern Africa O. longistaminata group 
The Southern Africa group was unique among the three O. longistaminata groups in that all 
individuals had low‐level estimated admixture with O. sativa. Two competing hypotheses are proposed 
to account for the apparent interspecific admixture that is a defining feature of the Southern Africa 
group: 1) this group is more similar to the ancestral O. longistaminata population than the other groups, 
and the apparent admixture with O. sativa is an artifact that represents alleles in common to the 
ancestral O. longistaminata population and its Asian AA‐genome relatives, with many of the alleles 
subsequently lost in the more derived Pan‐African and Northwestern Africa groups, or 2) the low level of 
admixture with O. sativa in the Southern Africa O. longistaminata group was the result of ancient 
interspecific hybridizations and subsequent introgression.  
The proximity of the Southern Africa group to the outgroup species in the neighbor‐joining tree 
could be consistent with the first hypothesis of greater similarity to the ancestral O. longistaminata 
population, but would also be expected if the admixture was actually the result of interspecific 
hybridization (Fig. 2.3). Additionally, the ordered decrease in genetic diversity of the three O. 
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longistaminata groups from Southern Africa to Pan‐Africa to Northwestern Africa could indicate that the 
species radiated north and west from a southern center of diversity—however, introgression of alleles 
from another species could explain the high diversity observed in the Southern group (Table 2.2).  
Bolstering the interspecific hybridization hypothesis are studies by Kanya (2010) and Kilewa 
(2014) which used molecular markers to independently verify that modern populations of O. 
longistaminata spontaneously hybridized with domesticated Asian rice along the edges of paddies in 
Kenya and Tanzania respectively. The data presented here also indicate that recent hybridizations 
between O. sativa and O. longistaminata and subsequent bidirectional introgressions have occurred in 
multiple locations spanning the geographic range of O. longistaminata. Intriguingly, recent 
archaeological data indicates that O. sativa was introduced to southeastern Africa via Madagascar and 
the Comoros Islands by farmers who migrated from Southeast Asia as early as ~1,000 years before 
present (Nayar, 2014), which could account for a low level of ancient interspecific admixture in the 
current Southern Africa O. longistaminata group. The ancient hybridization hypothesis is consistent with 
both the high genetic diversity and high inbreeding estimates observed for the Southern Africa O. 
longistaminata group because introgression of alleles from another species would be expected to 
increase genetic diversity, and O. sativa/O. longistaminata F1 hybrids are often self‐compatible 
(Ghesquiere, 1986; Hu et al., 2003). High rates of inbreeding would not be typically expected if the 
population represented a center of origin and diversity. If the ancient hybridization hypothesis is correct, 
then the Pan‐African group is likely the most similar to the ancestral O. longistaminata population, and 
the Southern and Northwestern groups at the edges of the species range are likely derived.  
Implications of spontaneous O. sativa/O. longistaminata hybridization and bidirectional introgression for 
germplasm conservation and breeding 
The current study and at least two prior studies (Kanya, 2010; Kilewa, 2014) have produced 
molecular evidence of recent spontaneous hybridizations between O. sativa and O. longistaminata, 
lending credence to studies that documented interspecific hybrids without confirmation with molecular 
markers (Benzaçon et al., 1977; Chu & Oka, 1970; Ghesquiere, 1986; Kiambi et al., 2005). Spontaneous 
progeny derived from backcrosses to each of the parent species have also been observed (Table 2.1). In 
contrast to findings of spontaneous interspecific hybridization, plant breeders have typically regarded 
the cross between O. sativa and O. longistaminata as exceptionally difficult; typically, one‐ to two‐week 
old embryos or ovules were cultured in‐vitro to rescue interspecific progeny from the abortive 
endosperm (Ramos, 2016; Dayun & Sripichitt, 2000). The current study identified 16 early generation 
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interspecific progeny (>15% admixed) from Côte D’Ivoire, Mali, Nigeria, Tanzania, Mozambique, Malawi, 
and Zambia out of 369 individuals with O. longistaminata ancestry (Table 2.1); this discovery rate of 
4.3% was nearly double the ~2.5% maximum reported from controlled crosses thus far (Kaushal & Ravi, 
1998) with the exception of the ~49% success rate of Chu & Oka (1969). The present study cannot 
eliminate the possibility that the recent hybridization events which led to the observed interspecific 
progeny occurred during seed increases of O. longistaminata accessions in the IRRI screenhouse, but 
even if so, the rate of hybrid recovery was exceptional compared to controlled crosses. 
Concurrent with the trends observed here, Kilewa (2014) reported that in Tanzania the 
spontaneous production of F1 interspecific hybrids from O. sativa fields where wild O. longistaminata 
grew sympatrically averaged 7.3% for O. longistaminata/O. sativa crosses and 2.6% for O. sativa/O. 
longistaminata crosses. Taken together, the data on the frequency of spontaneous interspecific progeny 
suggest that greater genetic variation for interspecific crossability exists between O. sativa and O. 
longistaminata than had been reported previously for controlled crosses. The greater frequency of 
interspecific progeny backcrossed to O. longistaminata than to O. sativa observed in this study could be 
explained by observational bias, because interspecific individuals with greater ancestry from O. sativa 
would be less likely to exhibit phenotypes typical of O. longistaminata, and therefore explorers or 
germplasm curators may have been less likely to sample or retain them. However, it is also possible that 
backcrosses to O. sativa are typically less fit (e.g. exhibit hybrid breakdown) than backcrosses to O. 
longistaminata. Chu & Oka (1969) found that O. longistaminata/O. sativa produced ~16‐fold fewer 
seeds than the reciprocal cross, O. sativa/O. longistaminata, and that the fertility of the F1 O. 
longistaminata/O. sativa progeny was 79% higher than that of the F1 O. sativa/O. longistaminata 
progeny. 
Introgression of genes from domesticated Asian rice into wild populations of the African O. 
longistaminata may be considered genetic pollution. Data from our study indicates that interspecific 
hybridization and introgression in northwestern Africa is predominantly recent, whereas in southern 
Africa both recent and ancient introgressions have occurred. In northwest Africa O. glaberrima was 
domesticated from the wild O. barthii ~3,000 years ago (Linares, 2002). Though Asian domesticated rice, 
O. sativa, was likely introduced into West Africa by Europeans as early as the mid‐16th century, 
extensive production of Asian rice in West Africa and its replacement of African rice cultivars primarily 
occurred in the second half of the 20th century (Linares, 2002). Thus, opportunities for hybridization 
between O. sativa and O. longistaminata in West Africa may have been limited until recently. However, 
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the distribution of O. glaberrima was limited to West Africa. Thus, in southeastern Africa, the 
introduction of O. sativa directly from Asia ~1,000 years ago (Nayar, 2014) would not have faced 
competition for cropping space from a pre‐existing African domesticated rice. If these historical 
differences explain why ancient introgressions of O. sativa genes into wild O. longistaminata are 
common in populations from southern Africa but not from West Africa, then in the future the West 
African populations of O. longistaminata will likely accumulate a greater proportion of genes from O. 
sativa than currently observed. 
Given that obtaining O. sativa/O. longistaminata F1 progeny from controlled crosses has 
required considerable effort (Causse & Ghesquiere, 1991; Khush et al., 1991; Dayun & Sripichitt, 2000; 
Ramos, personal communication, 2017; Ramos et al., 2016; Kaushal & Ravi, 1998), the 16 early‐
generation interspecific progeny identified in the current study are a valuable resource for breeding 
improved cultivars of domesticated Asian rice. It should also be possible to mine additional genotypes 
with O. sativa introgressions from the O. longistaminata germplasm collection. Furthermore, 
introgression efficiency from controlled crosses can be improved by screening O. longistaminata and O. 
sativa germplasm—including close relatives of the observed interspecific hybrids—for interspecific 
crossability to identify individuals with relatively high general crossability to the other species. Given the 
high genetic and geographic diversity of O. longistaminata, along with its demonstrated biotic stress 
tolerances (Soriano et al., 1999; Du, 2008; Panigrahi & Rajamani, 2008; Thottappilly & Rossel, 1993; 
Rakotomalala, 2001; Gupta, 2004), likely abiotic stress tolerances (Liu et al., 2004; Giulani et al., 2013; 
Atwell et al., 2014), and other known traits of agronomic value (Marathi et al., 2015; Gichuhi et al., 
2016; Reinhold‐Hurek et al., 2015; Ramos et al., 2016; Brar, 2004), it is probable that selective 
introgression of O. longistaminata genes into O. sativa will result in cultivars with great value to farmers. 
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Figures and Tables 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Fig. 2.1 Results for STRUCTURE, DAPC and STRUCTURE with USEPOPINFO for analysis of 397 Oryza spp. individuals including O. longistaminata 
(nind = 370), O. sativa (nind = 13), O. barthii (nind =  7) and O. glaberrima (nind =  4), and known O. sativa/O. longistaminata hybrids derived from a 
controlled cross (nind = 3). Individuals are ordered in the same position on the x‐axis for all bar charts; Q‐values for STRUCTURE were averaged 
across three replications, and Q‐values for STRUCTURE with the USEPOPINFO option on were averaged across two replications. STRUCTURE and 
DAPC were first run for all O. longistaminata individuals from IRRI germplasm (nind = 369), O. sativa (nind = 11), O. barthii (nind = 7), and O. 
glaberrima (nind = 4) using 86,535 SNPs. DAPC showed optimal K = 6: O. barthii and O. glaberrima, O. sativa, putative hybrids of O. sativa and O. 
longistaminata, and three groups of O. longistaminata corresponding to Southern Africa, Pan‐Africa, and Northwestern Africa. Choosing K = 7 for 
DAPC instead further split the O. sativa group into the indica and japonica subspecies. STRUCTURE results indicated optimal K = 2: one  
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Fig. 2.1 (cont.) population was comprised of the control outgroups and the other was comprised of O. longistaminata, with some individuals 
admixed between the groups. Upon discovery of putative interspecific hybrids between O. sativa and O. longistaminata, which clustered in 
DAPC and had greater than 15% ancestry from the control outgroups, STRUCTURE was run with the USEPOPINFO and PFROMPOPFLAG only 
options on using 85,064 SNPs in 394 Oryza spp. individuals. Prior populations were defined as O. longistaminata with no interspecific admixture 
(nind = 269), O. sativa (nind = 9), O. barthii (nind = 5), O. glaberrima (nind = 5) and the model was used to estimate ancestry for O. longistaminata 
with interspecific admixture (nind =103) and known interspecific F1 and F2 hybrids from a controlled O. sativa/O. longistaminata cross (nind = 3). 
The known interspecific hybrid F1 and F2 controls were correctly identified as hybrids of O. sativa and O. longistaminata, and interspecific hybrid 
individuals of O. sativa and O. longistaminata were also identified in IRRI germplasm. STRUCTURE and DAPC were then run using 75,371 SNPs 
from only the 351 O. longistaminata individuals less than 15% admixed with the control outgroups. In DAPC, K=3 was chosen as optimal; the 
three O. longistaminata groups were again defined geographically as Northwestern Africa, pan‐Africa, and Southern Africa. The ∆K plot 
maximum from STRUCTURE results was at K = 2; individuals with no intraspecific admixture were concentrated in northwest and southern Africa, 
and most individuals were admixed between the groups roughly according to latitude. At K=3 in STRUCTURE, the intraspecifically admixed 
individuals corresponded to the Pan‐African group and the Northwestern and Southern group were identified; at K = 3, group membership of 
individuals was consistent in both DAPC and STRUCTURE.
37 
 
O. longistaminata, control outgroups, and putative interspecific hybrids 
 
O. longistaminata <15% admixed with control outgroups only 
 
Fig. 2.2 Plots of K vs. ∆K from STRUCTURE and the Bayesian Information Criterion (BIC) curve from DAPC. 
STRUCTURE analysis of Oryza longistaminata, putative interspecific hybrids, and the control outgroups 
(O. sativa, O. glaberrima, and O. barthii) indicated optimal K=2 by the Evanno method, while the BIC 
minimum from DAPC indicated optimal K=6. STRUCTURE analysis of O. longistaminata <15% admixed 
with the control groups only indicated optimal K=2 by the Evanno method; while the BIC minimum from 
DAPC indicated K=4, K = 3 was chosen as optimal because the one cluster contained only a single 
individual from the southern subpopulation, probably because said individual was >5% admixed with the 
control outgroups. More stringent admixture cutoffs were used in later analyses to further investigate 
the relationship of individuals’ group assignment and degree of admixture with the control outgroup. 
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Fig. 2.3 Neighbor‐joining trees. Edges are colored according to DAPC groups resulting from the same 
dataset used to make the tree. A) All Oryza longistaminata from IRRI germplasm (nind = 369), O. sativa 
(nind = 11), O. barthii (nind = 7), and O. glaberrima (nind = 4) using 86,535 SNPs. Putative interspecific 
hybrids cluster between O. sativa and O. longistaminata. B) Only O. longistaminata <15% admixed with 
the control outgroups, O. sativa, O. glaberrima, and O. barthii (nind = 351; nSNPs = 75,371). C) Only O. 
longistaminata <5% admixed with the control outgroups (nind = 344; nSNPs = 74,793). Some individuals are 
reassigned from the Pan‐African group to the Southern African group when admixture cutoff is 
decreased from 15% to 5%. Group membership is stable if the admixture cutoff is further decreased to 
1% (not shown). 
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Fig. 2.4 Maps of accession origin locations and STRUCTURE results for Oryza longistaminata (World Topo Map, ESRI/DeLorme/HERE/USGS/ 
Intermap/iPC/NRCAN/ESRI Japan/METI/ESRI China (Hong Kong)/ESRI (Thailand)/MapmyIndia/TomTom). Ancestry of each accession is 
represented by a pie chart showing average Q for each genetic group for a given STRUCTURE run. A) Individuals with >15% O. sativa ancestry as 
determined by STRUCTURE with the USEPOPINFO option on. B) Ancestry of O. longistaminata individuals <15% admixed with the control 
outgroups, O. sativa, O. barthii, and O. glaberrima at K = 3. C) Ancestry of O. longistaminata individuals <15% admixed with the control 
outgroups, O. sativa, O. barthii, and O. glaberrima at K = 2. 
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Fig. 2.5 Results of spatial principal components analysis (sPCA) for 5,980 genome‐wide SNPs in 351 Oryza longistaminata individuals that were 
<15% admixed with the control outgroups O. sativa, O. glaberrima, and O. barthii. Lagged principal scores from the two retained principal 
components were plotted for each collection site (circles outlined in black) and values were interpolated between sites by the natural neighbor 
method. A) Map of lagged principal scores for the first principal component; the southern population (red) is highly differentiated from its 
neighbors, and some differentiation between individuals in the east (dark blue) and all others is evident. B) Map of lagged principal scores for 
the second principal component; the northwestern population is more differentiated than all others, resulting in a sharper east‐west cline than 
in A. C) Barplot of eigenvalues from spatial principal components analysis (sPCA) of 5,980 genome‐wide markers. The first two global structures, 
highlighted in red, were retained. 
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Table 2.1 Putative Oryza sativa/O. longistaminata progeny with >15% O. sativa ancestry and known F1 and F2 control interspecific hybrids 
derived from a controlled cross. STRUCTURE was run at K=4 with the USEPOPINFO and PFROMPFLAGONLY options and MIGRPRIOR=0. Q values 
are averaged over two replications. Predefined populations were O. sativa, O. barthii, O. glaberrima, and the O. longistaminata with no 
interspecific ancestry.  
  Q values   
Entry O. sativa O. longistaminata O. glaberrima  O. barthii Origin 
Known O. sativa/O. longistaminata progeny from crosses
Bt135 0.39* 0.60 0.01  0.00 F1 control 
Bt136 0.40* 0.59 0.00  0.00 F2 control 
Bt137 0.41* 0.57 0.01  0.01 F2 control 
Putative hybrids: O. longistaminata with >15% O. sativa ancestry from IRRI genebank
101741.002  0.82  0.12  0.02  0.05  Senegal 
101211.001 0.68 0.30 0.01  0.01 Côte D’Ivoire 
104300.002 0.46 0.50 0.01  0.03 Malawi 
101222.002 0.43 0.57 0.00  0.00 Mali 
110404.002 0.42 0.56 0.01  0.02 India (Mali) 
105075.002 0.39 0.59 0.01  0.01 Nigeria 
92650.002 0.36 0.63 0.00  0.01 Mali 
89159.002 0.35 0.63 0.01  0.01 Mozambique 
103886.001 0.33 0.66 0.00  0.00 Tanzania 
106456.002 0.33 0.66 0.01  0.01 Mali 
101211.002 0.31 0.69 0.00  0.00 Côte D’Ivoire 
101222.001 0.24 0.76 0.00  0.00 Mali 
89155.001 0.23 0.76 0.01  0.01 Mozambique 
86480.002 0.20 0.79 0.00  0.00 Zambia 
104300.001 0.19 0.80 0.00  0.01 Malawi 
103886.002 0.19 0.81 0.00  0.00 Tanzania 
86480.001 0.16 0.84 0.00  0.00 Zambia 
*Expected percent ancestry from O. sativa for the known O. sativa/O. longistaminata F1 and F2 progeny is 50%, but the limited sampling of O. sativa relative to 
O. longistaminata accessions in this study likely resulted in a modest bias in calling alleles as O. longistaminata by STRUCTURE. 
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Table 2.2 Diversity statistics for Oryza longistaminata genetic groups identified by discriminant analysis of principal components (DAPC) based 
on 351 individuals that were <15% admixed with O. sativa. Statistics were calculated using 61,882 biallelic SNPs with depth > 7, MAF > 0.01, and 
site presence in at least 75% of individuals. The mean and standard error of each value is given across loci.  
Group  nSNPs  Number of Individuals  D  FST  FIS
Northwestern Africa  49,014  126  0.1331 ± 0.0007  0.0202 ± 0.0001  0.2539 ± 0.0011 
Pan‐Africa  60,749  180  0.1527 ± 0.0006  0.0116 ± 0.0001  0.2603 ± 0.0011 
Southern Africa  49,553  45  0.1617 ± 0.0007  0.0212 ± 0.0002  0.4013 ± 0.0009 
Africa, total  61,882  351  0.1568 ± 0.0006     
D, diversity (expected heterozygosity); FST, subpopulation differentiation from the total population; FIS, inbreeding coefficient. 
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Table 2.3 Pairwise Jost’s D statistic showing differentiation between Oryza longistaminata genetic groups identified with discriminant analysis of 
principal components (DAPC) based on 351 individuals that were <15% admixed  with O. sativa and/or O. glaberrima. Statistics were calculated 
using 61,882 biallelic SNPs with depth > 7, MAF > 0.01, and site presence in at least 75% of individuals. The mean and standard error of each 
value is given across loci.  
Group  Northwestern Africa  Pan‐Africa  Southern Africa 
Northwestern Africa    0.0131 ± 0.0001  0.0352 ± 0.0003 
Pan‐Africa      0.0178 ± 0.0002 
Southern Africa       
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CHAPTER 3: SPECIES DISTRIBUTION MODEL AND GAP ANALYSIS OF THE UNDOMESTICATED RICE 
RELATIVE ORYZA LONGISTAMINATA 
Abstract 
Ensuring ex‐situ conservation of crop wild relatives and their availability for basic research and 
applied breeding is fundamental to maintaining genetic resources used to improve domesticated 
species. The undomesticated rice relative Oryza longistaminata is highly diverged from domesticated 
Asian rice, Oryza sativa, and its untapped genetic diversity has potential to greatly improve O. sativa. 
This study reports the use of a species distribution model and the Focused Identification of Germplasm 
Strategy (FIGS) to identify collection gaps in O. longistaminata as well as to predict locations of 
germplasm that are likely tolerant to agronomically‐relevant abiotic stresses. Though collection of O. 
longistaminata has a strong foundation, gaps were identified in the species range, including locations 
where stress‐tolerant germplasm is likely present. Closing the collection gaps and increasing the 
geographic range of available germplasm for O. longistaminata will provide a valuable resource for 
future efforts to breed improved O. sativa. 
Introduction 
Genebanks provide the invaluable services of conserving crop genetic resources and making 
them available for basic research and applied breeding (Khoury et al., 2010; Li & Pritchard, 2009). 
Accessions of domesticated crop landraces and populations of crop wild relatives conserved by 
genebanks are increasingly the only source of these fundamental gene sources. In farmer’s fields, 
traditional cultivars have been widely replaced by modern high‐yielding varieties (Coromaldi et al., 2015; 
Pascual & Perrings, 2006), and the available habitat for many crop wild relatives has been substantially 
reduced by human use of land and water resources (Brummitt et al., 2015; Castañeda‐Álvarez et al., 
2016). Germplasm from genebanks has been essential in improving crop yield potential and increasing 
abiotic and biotic stress tolerance (Maxted et al., 2016). Crop wild relatives have distinct evolutionary 
histories that do not include the genetic bottlenecks typically associated with domestication. Because 
crop wild relatives contain many useful but unexploited genes absent from their domesticated relatives, 
they are expected to contribute to future gains in crop productivity (Maxted et al., 2016; Vaughan, 
1994). 
Genebanks, however, face the dual conflicting challenges of 1) maximizing the genetic diversity 
conserved for a given crop or species, while 2) providing plant breeders with objective criteria for 
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choosing a subset of accessions that are likely to have genes of interest for a specific trait from a 
collection that is too large to phenotype economically in its entirety. Species distribution models, in 
combination with the Focused Identification of Germplasm Strategy (FIGS), offer solutions to these 
challenges. Species distribution models can be used to characterize the full range of environments a 
species likely occupies and to identify spatial collection gaps (Castañeda‐Álvarez et al., 2016), while FIGS 
uses environmental information at collection sites to identify germplasm that is more likely to be 
adapted to specific abiotic or biotic stresses than a random sample, helping to efficiently direct plant 
breeders to useful material in large germplasm collections (Mackay & Street, 2004). Empirical studies 
have shown FIGS to effectively predict tolerance for both biotic and abiotic stresses (Khazaei et al., 2013; 
Bari et al., 2012). By combining FIGS with a species distribution model, it is further possible to identify 
previously unsampled sites where valuable stress‐tolerant germplasm is likely present. 
Asian rice (Oryza sativa) currently supplies one‐fifth of global calories consumed by people 
(Awika, 2011). During domestication, O. sativa underwent a genetic bottleneck and is now 80‐90% less 
diverse than its most recent wild ancestor, O. rufipogon, which is endemic to tropical Asia and much of 
Oceania (Zhu et al., 2007; Vaughan, 1994). Of the seven wild relatives of O. sativa which comprise its 
primary genepool (the AA‐genome clade), O. longistaminata is one of the most genetically distinct from 
O. sativa, along with the Australian species O. meridionalis (Vaughan et al., 2008; Wambugu et al., 2015; 
Zhu et al., 2014). O. longistaminata is also the most broadly distributed Oryza species in Africa; it is 
endemic to much of sub‐Saharan Africa including Madagascar, where it is commonly found in riparian 
environments with full sunlight (Bezançon et al., 1977; Bezançon et al., 1978; Vaughan, 1994). The other 
two AA‐genome species indigenous to Africa, O. glaberrima (domesticated African rice) and O. barthii 
(its undomesticated progenitor) occupy a lesser geographic range (Vaughan, 1994). High genetic 
diversity in O. longistaminata is likely the result of large effective population size, self‐incompatibility, 
perennial rhizomatous growth, and adaptation to diverse environments (Bezançon et al., 1977; 
Bezançon et al., 1978; Ghesquiere, 1986, Vaughan, 1994). Ecologically, O. longistaminata is a keystone 
species in seasonally flooded riparian grasslands and provides habitat for birds and insects as well as 
fodder for large ungulates (Scholte, 2000; Dörgeloh, 1999; Arbeiter & Tegetmeyer, 2011). In recent 
years, O. longistaminata populations have been under pressure from conversion of wetlands to 
agricultural use and overgrazing (Kiambi et al., 2005; Kleynhans et al., 2007). 
Though there is a strong breeding barrier between O. sativa and O. longistaminata, O. 
longistaminata has made important contributions to improvement of O. sativa. O. longistaminata was 
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the source of the Xa21 gene conferring resistance to bacterial blight, a major disease of domesticated 
rice (Ronald et al., 1992; Tu et al., 1998; Wang et al., 1996). Recently, O. longistaminata has also been 
used as the source of genes for improved ratooning ability and increased ratoon yields (Tao et al., 2001; 
Zhang et al., 2017). Additionally, O. longistaminata introgressions in O. sativa have been shown to 
confer increased yield (Brar, 2004; Gichuhi et al., 2016; Gichuhi et al., 2016; Ramos et al., 2016). O. 
longistaminata is resistant to multiple biotic stresses, including root knot nematodes (Meloidogyne 
graminicola; Soriano et al., 1999), yellow stem borer (Du, 2008; Panigrahi & Rajamani, 2008), and rice 
yellow mottle virus (Thottappilly & Rossel, 1993; Rakotomalala, 2001) and rice blast (Magnaporthe 
oryzae; He et al., 2014). O. longistaminata is also predicted to be drought‐tolerant (Liu et al., 2004; 
Giulani et al., 2013), heat‐tolerant (Atwell et al., 2014), and to have high nitrogen‐use efficiency (Gichuhi 
et al., 2016; Reinhold‐Hurek et al., 2015).As a self‐incompatible species, O. longistaminata has floral 
traits not present in the other AA‐genome species, such as long anthers and long exserted stigmas, 
which could be advantageous in economical production of hybrid rice (Marathi et al., 2015).  
Though the geographic distribution of O. longistaminata has largely been discovered via 
occurrence records and the collection of germplasm and herbaria specimens, and some locations of 
potential interest to plant breeders have been noted (e.g. the salt lagoons of the Casamance delta; 
Bezançon et al., 1977), there has been no systematic study to determine which environmental variables 
best predict occurrence of this species throughout it entire sampled range in Africa. Nor has a 
comparison of available germplasm with predicted occurrence to identify collection gaps been 
conducted. Additionally, locations of all prior or potential future collections likely to have O. 
longistaminata populations with tolerance to key abiotic stresses (i.e., drought, flooding, excess salinity, 
soil pH extremes, heat, and cold) have not been identified. This study was conducted to address these 
gaps in knowledge. 
Materials and Methods 
To facilitate conservation and utilization of O. longistaminata, collection gaps were identified 
using a species distribution model. Maxent version 3.4.1 (Phillips et al., 2017) at default settings was 
used to predict the species distribution. ArcGIS version 10.3.1 (ESRI) was used to prepare the data for 
input into Maxent and project the output raster. Environmental variables for precipitation and 
temperature (BIO1‐BIO19) were downloaded at a resolution of 2.5 minutes (~20 km2) from the 
WorldClim 1.4 BIOCLIM set for current conditions (~1960‐1990; Table 3.1; Hijmans et al., 2005). Soil data 
were obtained from the Harmonized World Soil Database (HWSD, version 1.2; FAO/IIASA/ISSCAS/JRC, 
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2012) and resampled from 30 arc‐seconds to 2.5 minutes. All variables used the GCS World Geodetic 
System 1984 geographic coordinate system, had a cell size of 0.041666667 decimal degrees, and were 
clipped to the extent of Africa. To avoid model instability due to multicollinearity, Pearson’s correlation 
coefficient (r) was allowed to range from ‐0.70 to +0.70 between any two variables (Table 3.2), yielding a 
final set of 11 environmental variables that were input into the model used to predict O. longistaminata 
occurrence (Table 3.1).  
Occurrence records were consolidated from the Crop Wild Relatives Global Occurrence 
Database, a metadatabase including records from herbaria, major genebanks, and published literature 
(Global Crop Diversity Trust). Additional records were taken from published literature (Vaughan, 1994; 
Bezançon et al., 1977). In total, 486 occurrence geographic sites were analyzed. To correct sampling bias 
and avoid model overfitting, the sites were filtered to a minimum distance of 20 km using the 
SDMToolbox version 1.1c which resulted in a final set of 296 occurrence sites that were input into the 
model (Brown, 2014; Fourcade et al., 2014; Kramer‐Schadt et al., 2013). 
Conservative and liberal presence/absence thresholds were defined for the Maxent predicted 
distribution. The conservative threshold was determined by maximizing training sensitivity plus 
specificity, and the liberal threshold was obtained by balancing training omission, predicted areas, and 
threshold value (Liu, 2016). For both presence/absence thresholds, collection gaps were identified, and 
FIGS was used to determine which accessions and potential collection sites were likely to contain 
germplasm tolerant to key abiotic stresses. Seven abiotic stresses that are important constraints on rice 
production were studied: drought, submergence, high salinity, high and low soil pH, and high and low 
temperature, as represented by annual precipitation (BIO12), mean precipitation of the wettest quarter 
(BIO16), topsoil electrical conductivity (t_ece), topsoil pH (topsoil_pH), mean temperature of the 
warmest quarter (BIO10), and mean temperature of the coldest quarter (BIO11). Threshold values 
defining stress were determined as those considered stressful for domesticated rice (O. sativa) in the 
literature for high salinity, high and low soil pH, and low temperature (Table 3.3; Gregorio et al., 1999; Li 
et al., 2016; Zhu et al., 2007). For drought, submergence, and high temperature, the top or bottom 10% 
of values in the variable range were defined as stressful (Table 3.3). For each variable, the mean, 
standard deviation, and range was calculated across the predicted presence ranges established by both 
liberal and conservation thresholds (Table 3.4). Additionally, statistics for these variables were 
calculated for the entire set of 486 occurrence sites of O. longistaminata and only the occurrence sites 
for germplasm in the IRRI genebank (i.e. available germplasm for breeding; Table 3.4). 
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Results 
Species distribution model and gap analysis 
The species distribution model for O. longistaminata predicted broad presence across much of 
sub‐Saharan Africa as expected. Presence was predicted for a total area of was 4,850,154 km2 at the 
conservative threshold and 13,035,353 km2 at the liberal threshold (Fig. 3.1A). The distribution of O. 
longistaminata is constrained by the Sahara Desert to the north, the arid lowlands in the Horn of Africa 
to the east, and the Kalahari and Namib deserts to the south. Notably, the model predicted a gap in O. 
longistaminata presence in the central Congo basin. 
Both conservative and liberal presence thresholds for the model indicated that O. 
longistaminata inhabits more geographic area than was sampled during previous collecting expeditions 
(Fig. 3.1B). Under the conservative presence threshold, O. longistaminata was predicted to occur 
throughout most of Madagascar and inland Mozambique, much of west Central Africa (including Angola, 
the Democratic Republic of the Congo, Gabon, Cameroon, and Equatorial Guinea), along the entire Niger 
River and delta, and along the upper Nile River in Sudan and South Sudan. O. longistaminata may also 
occur farther inland in the Congo Delta than previous collections indicate, despite the overall lack of 
sampling in the region. The liberal presence threshold further indicated that O. longistaminata also likely 
inhabits broad swathes of central and northeast sub‐Saharan Africa, and its distribution may extend 
farther into southwest Africa (i.e. South Africa, Botswana, Zambia) than previous occurrence records 
show. 
Though the publicly available O. longistaminata germplasm in the IRRI genebank was sampled 
from large areas of the species’ range, the distribution model showed that there are likely collection 
gaps—large geographic areas where the species is likely present but from which seed has not been 
collected and conserved for future use (Fig. 3.1C). Most notable was the absence of any samples from 
parts of central Africa, northeast Africa, southwest and southeast Africa, and southern Madagascar. 
Additionally, the IRRI genebank O. longistaminata may not represent the full range of environments that 
the species encounters (Table 3.4). The observed range of Mean Temperature of the Warmest Quarter is 
20.2—33.2 °C for IRRI germplasm, but the range increases to 17.4—33.5 °C for all occurrence records; at 
the liberal presence threshold, the range is 11.8—34.9 °C (Table 3.4). The observed range of 
Precipitation of the Driest Month also increases greatly between the IRRI germplasm (0—61 mm) and 
the liberal presence threshold (0—151 mm; Table 3.4). For Mean Temperature of the Wettest Quarter, 
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the IRRI germplasm range is 18.6—29.4 °C, while the range using the liberal presence threshold is 6.6—
32.4 °C; even at the conservative presence threshold, the range is 11.1—30.6 °C, a large increase relative 
to the IRRI germplasm range (Table 3.4). The range in Annual Mean Temperature widens from 18.8—
29.3 °C in the IRRI germplasm to 15.2—29.4 °C for all occurrence records, and further to 7.3—30.7 °C at 
the liberal presence threshold (Table 3.4). 
The species distribution model had a training AUC of 0.89 and a regularized training gain of 0.91. 
Jackknifing showed that the variable that conferred the highest regularized training gain if used alone in 
the model was precipitation of the wettest month (BIO13), and its exclusion from the model also caused 
the greatest reduction in model performance (followed closely by temperature seasonality; Fig. 3.2). 
Precipitation of the wettest month was collinear with three excluded variables: precipitation of the 
wettest quarter (BIO16), annual precipitation (BIO12), and precipitation of the warmest quarter (BIO17). 
FIGS for abiotic stress tolerance and associated collection gaps 
For all occurrence records, sites likely to contain stress tolerant germplasm were identified for 
all seven stresses studied (drought, submergence, high salinity, high and low soil pH, and high and low 
temperature; Fig. 3.3, Table 3.5). For the subset of IRRI germplasm, accessions likely to be stress‐
tolerant were identified for six of the seven stresses studied; however, for low temperature no IRRI 
germplasm met the threshold of 15 C average temperature in the coldest quarter although occurrence 
records did (Fig. 3.3). In all cases, the range of values of the predictor variable of the abiotic stress was 
greater for the set of all occurrence records than the subset of available IRRI germplasm, suggesting that 
greater stress tolerance is available in germplasm at sites from which germplasm is not publicly 
available. 
Discussion 
Potential sources of O. longistaminata germplasm for rice improvement in the IRRI genebank 
The distribution model for O. longistaminata indicates that past efforts to collect specimens and 
seeds over the entire species range have been mostly successful. Given that the range spans an entire 
continent, this has been a significant achievement. The great diversity of environments in which O. 
longistaminata occurs suggest that many useful genes from this species are likely present in the IRRI 
genebank collection. This study identified accessions and potential collection areas that are likely 
sources of genes for tolerance to abiotic stresses for all stresses studied (Fig. 3.3; Table 3.5). Sites 
predicted to contain drought‐tolerant germplasm were abundant throughout the species distribution, 
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but the most extreme values were in northern Mali and Botswana. Flood‐tolerant germplasm was 
predicted along the northwestern coast of Africa. Germplasm tolerant of salt stress was predicted to 
occur in the Casamance delta of Senegal as noted by Bezançon (1977) and in Namibia. Germplasm 
tolerant of acidic soils was concentrated in the Congo Basin, for which no IRRI germplasm is available, 
and germplasm tolerant of alkaline soils was found in Namibia. No IRRI germplasm predicted to be cold‐
tolerant was identified though occurrence records in South Africa showed where likely cold‐tolerant O. 
longistaminata grows. However, the overall prediction accuracy is limited due to undetected variation in 
the microenvironmental habitat of O. longistaminata and the univariate approach used. The predictive 
model also does not account for cryptic genetic variation in O. longistaminata that may confer abiotic 
stress tolerance in an O. sativa background, nor unique physiological mechanisms in O. longistaminata 
(e.g. rhizomatousness) that may play an important role in adaptation to abiotic stress tolerance but are 
not present in O. sativa. 
Precipitation is a primary determinant of O. longistaminata distribution 
Precipitation appears to be a key factor in determining O. longistaminata distribution on a 
continental scale given that precipitation of the wettest month (BIO13) conferred the highest model 
gain if used alone and reduced the model gain most if excluded from the model (Fig. 3.2). Extreme 
values for precipitation of the wettest month were obtained in desert and rainforest regions where the 
model did not predict O. longistaminata occurrence. Because these regions comprise a large geographic 
area, can be characterized by rainfall levels, and had no O. longistaminata occurrence records, model 
prediction of O. longistaminata absence from these regions based on precipitation resulted in high 
training gain. In eastern Africa, Kiambi et al. (2008) found that annual precipitation levels showed a 
curvilinear relationship with genetic diversity (as measured by 176 AFLP markers); maximum genetic 
diversity occurred at moderate precipitation levels, with declines in genetic diversity at the extremes in 
rainfall values. 
Collection gaps and recommended conservation priorities 
Gaps exist in the IRRI genebank collection of O. longistaminata, which is the largest and most 
accessible collection of this species. Most of these gaps exist at the geographic edges of the projected 
species range, as in northeastern, southeastern, and southwestern Africa. Though edge populations are 
sometimes less genetically diverse than more central populations due to lower effective population size 
(Gao & Gao, 2016; Pandey & Rajora, 2012; Tollefsrud et al., 2009; Yakimowski & Eckert, 2008), drift in 
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edge populations may allow increases in frequency of alleles that are deleterious in other parts of the 
species range (Alleaume‐Benharira et al., 2006), and sampling of edge populations may increase capture 
of these alleles. Edge populations may also inhabit environments not usually encountered by the species 
and carry unique traits that have evolved as adaptations to these environments (Bridle & Vines, 2006). 
In this study, populations predicted to be stress‐tolerant sometimes occurred in areas where no IRRI 
germplasm was available, and thus are a sampling priority. Populations in southeastern Africa were 
predicted likely to be cold‐tolerant, and populations in central Africa were predicted to be tolerant of 
acidic soils.  
Confirming O. longistaminata at the spatial extremes of the distribution predicted by the model 
would further understanding of where this species occurs. Notably, no germplasm is currently available 
from much of central Africa with the exceptions of Chad and Cameroon to the north, and just two 
samples from Botswana in the south (Fig. 3.1C). O. longistaminata may be absent from much of Central 
Africa and represent another edge of the O. longistaminata species distribution, but it is also possible 
that prior sampling of the Congo Basin (a difficult‐to‐access region) is insufficient to draw negative 
conclusions (Vaughan, personal communication, 2016). Because much of the Congo Basin represents a 
unique combination of environmental variables in the species distribution model not found elsewhere in 
Africa, a sampling gap in the region would lead to exclusion of this environment from the model. Though 
the Congolese rainforests of the Congo Basin are densely forested and perhaps lack the sunlight O. 
longistaminata likely requires in abundance (Bezançon et al., 1977), the rainforests are interrupted by 
grassy meadows near rivers; in these meadows, Echinochloa spp. grow (Sautte & Pourtier, 2014) and 
these are commonly sympatric with O. longistaminata in other flooded grasslands (Scholte et al., 2007). 
This suggests O. longistaminata may grow in the Congo Basin as well, though it may be rarer in central 
Africa than in other regions. Thus, the absence of O. longistaminata from the Congo Basin is inconclusive 
and may be a sampling artifact and confirmation is needed. Additionally, confirmation of occurrence 
would be desirable for southern Africa (i.e. Angola, Mozambique, Madagascar, and South Africa), and 
northeastern Africa (i.e. Ethiopia, the Sudan, and South Sudan). 
O. longistaminata habitat has been under increasing pressure in recent years from human 
activities, including dam construction and draining of wetlands and their repurposing (Kiambi et al., 
2005). Because O. longistaminata is a weed of domesticated rice in Africa, efforts to eradicate it near 
farmlands are common (Rodenburg & Johnson, 2009). Given these anthropogenic pressures, reduction 
in the available wild stands of O. longistaminata is a risk. Although ex‐situ conservation of this species 
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has a strong foundation, further sampling is needed to capture the full genetic diversity of O. 
longistaminata and the valuable traits—including abiotic stress tolerances—that it holds. 
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Figures and Tables 
 
Fig. 3.1 Maxent species distribution model for Oryza longistaminata. A liberal presence threshold was 
established by balancing training omission, predicted area, and threshold values (light orange). A 
conservative threshold was established by maximizing training sensitivity plus specificity (dark orange). 
A) The predicted distribution of O. longistaminata. The species’ range was limited by the Sahara Desert 
to the north, the arid lowlands in the Horn of Africa to the east, and the Kalahari and Namib Deserts to 
the south. There was an apparent absence from part of the Congo Basin that may have been due to the 
environmental conditions of the Congolese rainforests or lack of sampling of this environment (which 
has uniquely high extreme precipitation and low topsoil pH values) leading to underrepresentation of 
the environment in the model. B) The species distribution model overlaid with the occurrence records 
used to generate it. Novel sites where O. longistaminata is predicted to be present included Sudan and 
South Sudan to the northeast, inland Mozambique and southern Madagascar to the south, and the 
Congo Basin and much of Angola (especially the coastal region) in central Africa. C) Publicly available O. 
longistaminata germplasm in the IRRI genebank. Little to no material from central, southeast, and 
northeast Africa is available despite occurrence records. 
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Fig. 3.2 Jackknife of regularized training gain for Oryza longistaminata showing change in regularized model training gain in area if each variable 
is excluded (teal), used alone (blue), or included with all others (red). Precipitation of the wettest month (BIO13) had the highest gain when used 
alone, and its exclusion caused the most reduction in model performance followed closely by temperature seasonality. Precipitation of the 
wettest month had extreme values in desert and rainforest regions, which were most of the area that the model predicted O. longistaminata is 
unlikely to occur. 
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Fig. 3.3 Maps of Africa for environmental predictors of abiotic stress tolerance in Oryza longistaminata germplasm. O. longistaminata 
occurrence is indicated by black bullseyes, and sites of IRRI germplasm are highlighted by purple circles. A) Annual precipitation, the predictor of 
drought tolerance. Occurrence sites and IRRI germplasm with values less than ~500 mm were considered likely to be drought‐tolerant and were 
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Fig. 3.3 (cont.) common throughout sub‐Saharan Africa excepting the Congo Basin and Madagascar. Accessions near deserts in northern Mali 
and northern Namibia and Botswana had most extreme values for this variable. B) Precipitation of the wettest quarter, the predictor of flood 
tolerance. Occurrence sites and IRRI germplasm with values greater than ~2,000 mm were considered likely to be flood‐tolerant and were 
common along the northwest coast of sub‐Saharan Africa. C) Electrical conductivity of topsoil, the predictor of salt tolerance. Occurrence sites 
and IRRI germplasm with values greater than 12 dS/m were considered likely to be salt‐tolerant and were observed in the Casamance delta of 
Senegal, as described by Bezançon (1970); sites with likely salt‐tolerant germplasm were also found in northern Namibia and coastal 
Mozambique. D) Topsoil pH, the predictor of tolerance to pH extremes. Occurrence sites and IRRI germplasm with values less than 5.5 were 
considered likely to be tolerant to acid soils and were observed throughout the Congo Basin, near the southern coast of northwest Africa, and in 
Madagascar. Occurrence sites and IRRI germplasm with values greater than 8.5 were considered likely to be tolerant to alkaline soils and were 
observed in Namibia and Botswana. E) Mean temperature of the warmest quarter, the predictor of heat tolerance. Occurrence sites and IRRI 
germplasm with values greater than ~32 °C were considered likely to be heat‐tolerant and were common in northwest Africa.  F) Mean 
temperature of the coldest quarter, the predictor of cold tolerance. Occurrence sites and IRRI germplasm with values less than 15°C were 
considered likely to be stress‐tolerant, and occurrence sites where stress‐tolerant germplasm is likely present was observed in South Africa.
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Table 3.1 Predictor variables from the WorldClim BIOCLIM set and the Harmonized World Soil Database 
evaluated in this study; variables input to Maxent to generate the species distribution model are listed 
first, and variables excluded due to multicollinearity with others in the selected set are listed below. 
Predictor Variable  ID 
Annual Mean Temperature  BIO1 
Mean Diurnal Range  BIO2 
Mean Temperature of Wettest Quarter  BIO8 
Mean Temperature of Driest Quarter  BIO9 
Mean Temperature of Warmest Quarter  BIO10 
Precipitation of Wettest Month  BIO13 
Precipitation of Driest Month  BIO14 
Precipitation Seasonality  BIO15 
Precipitation of Driest Quarter  BIO17 
Precipitation of Coldest Quarter  BIO19 
Topsoil pH  T_PH_H20 
   
Excluded due to multicollinearity*   
Isothermality  BIO3 
Temperature Seasonality  BIO4 
Max. Temperature of Warmest Month  BIO5 
Min. Temperature of Coldest Month  BIO6 
Temperature Annual Range  BIO7 
Mean Temperature of Coldest Quarter  BIO11 
Annual Precipitation  BIO12 
Precipitation of Wettest Quarter  BIO16 
Precipitation of Warmest Quarter  BIO18 
*To reduce multicollinearity, pairwise r was allowed to range from ‐0.70 to 0.70. 
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Table 3.2 Pairwise r values for environmental predictor variables used in Maxent to predict distribution of O. longistaminata. To reduce 
multicollinearity, pairwise r of variables included in the model was allowed to range from ‐0.70 to 0.70; values outside the range are shown in 
italics, as are the names and IDs of predictor variables excluded from the model.  
ID  BIO1  BIO10  BIO11  BIO12  BIO13  BIO14  BIO15  BIO16  BIO17  BIO18  BIO19  BIO2  BIO3  BIO4  BIO5  BIO6  BIO7  BIO8  BIO9  topsoil_ph 
BIO1  —                      
BIO10  0.69  —                     
BIO11  0.62  0.20  —                    
BIO12 
‐
0.02  ‐0.50  0.45  —                   
BIO13  0.07  ‐0.43  0.51  0.93  —                  
BIO14 
‐
0.06  ‐0.29  0.20  0.58  0.35  —                 
BIO15  0.45  0.33  0.29  ‐0.24  ‐0.01  ‐0.40  —                
BIO16  0.03  ‐0.45  0.48  0.94  0.99  0.37  ‐0.05  —               
BIO17 
‐
0.06  ‐0.32  0.23  0.64  0.40  0.98  ‐0.43  0.42  —              
BIO18 
‐
0.14  ‐0.54  0.34  0.82  0.74  0.54  ‐0.21  0.75  0.58  —             
BIO19  0.08  ‐0.18  0.24  0.61  0.53  0.42  ‐0.24  0.54  0.45  0.25  —            
BIO2  0.03  0.33  ‐0.32  ‐0.56  ‐0.46  ‐0.42  0.27  ‐0.46  ‐0.46  ‐0.49  ‐0.39  —           
BIO3  0.12  ‐0.45  0.71  0.73  0.67  0.51  ‐0.07  0.66  0.56  0.67  0.37 
‐
0.39  —          
BIO4 
‐
0.12  0.46  ‐0.78  ‐0.73  ‐0.74  ‐0.37  ‐0.05  ‐0.73  ‐0.42  ‐0.65  ‐0.34  0.50  ‐0.93  —         
BIO5  0.60  0.96  0.06  ‐0.57  ‐0.48  ‐0.37  0.33  ‐0.51  ‐0.40  ‐0.62  ‐0.23  0.54  ‐0.53  0.57  —        
BIO6  0.57  0.14  0.96  0.52  0.52  0.31  0.16  0.50  0.35  0.40  0.34 
‐
0.54  0.72 
‐
0.78 
‐
0.04  —       
BIO7 
‐
0.07  0.48  ‐0.70  ‐0.75  ‐0.70  ‐0.46  0.08  ‐0.69  ‐0.52  ‐0.68  ‐0.40  0.74  ‐0.87  0.94  0.64  ‐0.79  —      
BIO8  0.57  0.37  0.75  0.08  0.15  0.02  0.43  0.13  0.03  0.15  ‐0.06  0.04  0.39 
‐
0.43  0.28  0.65 
‐
0.33  —     
BIO9  0.47  0.61  0.15  ‐0.13  ‐0.14  ‐0.05  0.08  ‐0.15  ‐0.04  ‐0.31  0.13 
‐
0.13  ‐0.22  0.25  0.55  0.22  0.16 
‐
0.10  —   
topsoil_ph 
‐
0.05  0.30  ‐0.29  ‐0.64  ‐0.56  ‐0.40  0.09  ‐0.58  ‐0.44  ‐0.56  ‐0.30  0.37  ‐0.47  0.46  0.36  ‐0.33  0.48 
‐
0.04  0.04  — 
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Table 3.3 Abiotic stresses studied, the environmental predictors used to predict abiotic stress tolerance, and the variable values of the 
environmental predictors defined as stressful. 
Abiotic Stress  Environmental Predictor  Variable Values Defined as Stressful  Citation
Drought  Annual Precipitation (BIO12) Bottom 10% of observed range; < ~500 mm
Submergence  Precipitation of the Wettest Quarter (BIO16) Top 10% of observed range; > ~2,000 mm
High salinity  Topsoil Electrical Conductivity (t_ece) >12 dS/m Gregorio et al., 1999
Extreme soil pH  Topsoil pH (t_ph_h20)  Acid soils, <5.5; Alkaline soils, >8.5  Kochian et al., 2004; Li et al., 2016
Heat  Mean Temperature of the Warmest Quarter (BIO10) Top 10% of observed range; ~32 °C 
Cold  Mean Temperature of the Coldest Quarter (BIO11) <15 °C Zhu et al., 2007
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Table 3.4 Mean, standard deviation (SD), and range of the 11 environmental variables used to generate the Maxent Oryza longistaminata 
distribution model. Statistics are shown at the liberal presence threshold (0.091), which was established by balancing training omission, 
predicted areas, and threshold value, and at the conservative presence threshold (0.356), which was established by maximizing training 
sensitivity plus sensitivity. Statistics are also shown for all O. longistaminata occurrence records in the model, and for the IRRI germplasm subset 
only. Use of the liberal presence threshold does not always increase observed range of the environmental variables relative to use of the 
conservative threshold. 
Environmental Variable  Liberal Presence Threshold  Conservative Presence Threshold  All Occurrence Records  IRRI Germplasm Only 
Topsoil pH 
          Range 
          Mean ± SD 
 
4.0—10.6 
6.0 ± 1.0 
 
4.0—10.6 
6.2 ± 0.9 
 
4.3—8.9 
6.1 ± 1.5 
 
4.4—8.9 
6.2 ± 0.8 
Mean Temperature of Warmest Quarter (⁰C) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
11.8—34.9 
26.4 ± 3.2 
 
17.1—34.1 
26.7 ± 3.0 
 
17.4—33.5 
26.7 ± 3.0 
 
20.2—33.2 
28.4 ± 3.4 
Precipitation of Driest Quarter (mm) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
0—506 
30 ± 48 
 
0—217 
17 ± 35 
 
0—217 
21 ± 38 
 
0—217 
10 ± 27 
Mean Precipitation of Coldest Quarter (mm) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
0 — 2975 
170 ± 287 
 
0 — 2975 
79 ± 233 
 
0—2546 
117 ± 17 
 
0—2546 
168 ± 29 
Precipitation Seasonality 
          Range 
          Mean ± SD 
 
20 — 187 
93 ± 28 
 
26 — 183 
105 ± 23 
 
26—173 
103 ± 2 
 
39 — 150 
117 ± 2 
Precipitation of the Driest Month (mm) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
0 — 151 
6 ± 11 
 
0 — 64 
3 ± 8 
 
0—61 
5 ± 1 
 
0 — 61 
2 ± 1 
Precipitation of the Wettest Month (mm) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
37 — 1157  
220 ± 86 
 
67 — 1157 
227 ± 96 
 
69—965 
229 ± 0.6 
 
86—965 
230 ± 8 
Mean Temperature of the Driest Quarter (⁰C) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
1.9 — 32.0 
22.3 ± 3.8 
 
11.7 — 30.8 
21.7 ± 3.8 
 
12.7—29.4 
21.7 ± 2.0 
 
16.0 — 28.3 
23.4 ± 3.0 
Mean Temperature of the Wettest Quarter (⁰C) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
6.6 — 32.4 
24.6 ± 2.5 
 
11.1 — 30.6 
24.9 ± 2.1 
 
16.4—30.8 
24.8 ± 1.0 
 
18.6 — 29.4 
25.7 ± 1.2 
Mean Diurnal Range (⁰C) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
4.0 — 18.4 
12.7 ± 2.2 
 
4.0 — 17.1 
12.9 ± 2.1 
 
5.9 – 16.5 
12.8 ± 0.1 
 
5.9 — 16.5 
13.3 ± 0.1 
Annual Mean Temperature (⁰C) 
          Range 
          Mean ± SD 
 
7.3 — 30.7 
243 ± 28 
 
14.8 —30.4 
242 ± 28 
 
15.2—29.4 
24.1 ± 0.2 
 
18.8 — 29.3 
256 ± 2 
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Table 3.5 List of IRRI germplasm records and occurrence records from the Global Crop Diversity Trust (GCDT) for which abiotic stress tolerance 
was predicted. 
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
Drought; bottom 10% of range for Annual Precipitation (~500 mm)
IRRI  101754  16.456 ‐15.683 227 
IRRI  101763  16.456 ‐15.683 227 
IRRI  92640  15.417 ‐4.283 345 
IRRI  92626  15.267 ‐3.850 364 
IRRI  92627  15.267 ‐3.850 364 
IRRI  92644  15.133 ‐4.267 386 
IRRI  92639  15.133 ‐4.250 386 
IRRI  92643  15.117 ‐3.900 395 
IRRI  92638  14.967 ‐4.267 409 
IRRI  92607  14.917 ‐4.317 411 
IRRI  92609  14.833 ‐4.350 422 
IRRI  103560  14.817 ‐4.266 434 
IRRI  92636  14.833 ‐3.967 448 
IRRI  106456  14.817 ‐3.967 450 
IRRI  92617  14.750 ‐4.200 455 
IRRI  104128  12.583 16.583 456 
IRRI  92637  14.767 ‐4.000 457 
IRRI  101223  14.500 ‐4.833 458 
IRRI  101225  14.500 ‐4.833 458 
IRRI  104100  ‐19.967 23.417 459 
IRRI  92645  14.750 ‐4.033 459 
IRRI  92618  14.717 ‐4.183 463 
IRRI  106455  14.717 ‐4.100 464 
IRRI  81968  ‐19.119 23.988 469 
IRRI  117261  ‐18.003 16.159 471 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
IRRI  86485  ‐19.174 23.751 472 
IRRI  92612  14.450 ‐4.917 476 
IRRI  103916  ‐7.300 35.533 478 
IRRI  117263  ‐17.658 15.466 483 
IRRI  92633  14.617 ‐4.167 488 
IRRI  92647  14.517 ‐4.117 491 
IRRI  92649  14.433 ‐4.283 493 
IRRI  92631  14.400 ‐4.133 494 
IRRI  92628  14.467 ‐4.150 494 
IRRI  92634  14.483 ‐4.167 495 
IRRI  92635  14.483 ‐4.167 495 
IRRI  92641  14.500 ‐4.167 495 
IRRI  92642  14.517 ‐4.150 495 
IRRI  92619  14.567 ‐4.217 496 
IRRI  92625  14.417 ‐4.200 496 
IRRI  92632  14.517 ‐4.200 497 
IRRI  92658  14.517 ‐4.183 497 
IRRI  92624  14.350 ‐4.267 498 
IRRI  92654  14.367 ‐4.200 498 
IRRI  92657  14.533 ‐4.183 498 
IRRI  92615  14.317 ‐4.217 499 
IRRI  92655  14.317 ‐4.100 499 
GCDT    14.317 ‐4.100 499 
GCDT    14.533 ‐4.183 498 
GCDT    14.350 ‐4.267 498 
GCDT    14.567 ‐4.217 496 
GCDT    14.500 ‐4.167 495 
GCDT    14.483 ‐4.167 495 
GCDT    14.517 ‐4.150 495 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
GCDT    14.467 ‐4.150 494 
GCDT    14.400 ‐4.133 494 
GCDT    14.417 ‐4.133 494 
GCDT    14.433 ‐4.283 493 
GCDT    14.590 ‐4.200 493 
GCDT    14.617 ‐4.167 488 
GCDT    ‐18.833 24.166 484 
GCDT    ‐17.658 15.466 483 
GCDT    ‐17.655 15.460 483 
GCDT    ‐17.654 15.376 477 
GCDT    14.450 ‐4.917 476 
GCDT    ‐7.300 35.500 475 
GCDT    ‐19.167 23.417 474 
GCDT    ‐17.787 15.608 473 
GCDT    ‐19.183 23.266 472 
GCDT    ‐19.174 23.751 472 
GCDT    ‐18.003 16.159 471 
GCDT    ‐18.002 16.156 471 
GCDT    ‐19.119 23.988 469 
GCDT    ‐19.117 23.980 469 
GCDT    ‐19.136 23.974 469 
GCDT    14.717 ‐4.100 464 
GCDT    ‐19.750 23.250 459 
GCDT    ‐19.850 23.417 459 
GCDT    ‐19.967 23.417 459 
GCDT    ‐19.967 23.417 459 
GCDT    ‐20.000 23.417 458 
GCDT    ‐19.966 23.450 458 
GCDT    ‐17.788 15.354 458 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
GCDT    ‐17.788 15.342 458 
GCDT    14.767 ‐4.000 457 
GCDT    ‐19.817 23.566 456 
GCDT    14.756 ‐4.150 456 
GCDT    12.583 16.583 456 
GCDT    14.750 ‐4.200 455 
GCDT    14.751 ‐4.197 455 
GCDT    14.817 ‐3.967 450 
GCDT    ‐19.950 23.650 448 
GCDT    14.817 ‐4.267 434 
GCDT    14.583 ‐4.800 432 
GCDT    14.833 ‐4.350 422 
GCDT    14.917 ‐4.317 411 
GCDT    14.967 ‐4.267 409 
GCDT    12.833 17.583 407 
GCDT    15.117 ‐4.300 388 
GCDT    15.133 ‐4.267 386 
GCDT    15.267 ‐3.850 364 
GCDT    15.417 ‐4.283 345 
GCDT    13.310 12.600 306 
GCDT    13.317 30.209 301 
GCDT    15.783 ‐3.617 288 
GCDT    3.917 35.732 265 
GCDT    16.456 ‐15.683 227 
GCDT    16.456 ‐15.683 227 
GCDT    16.460 ‐15.680 227 
GCDT    16.466 ‐15.850 223 
GCDT    16.320 ‐3.582 221 
GCDT    14.044 13.330 217 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
GCDT    16.360 ‐16.080 217 
GCDT    16.737 ‐2.995 180 
Submergence; top 10% of range for Mean Precipitation of the Wettest Quarter (< ~2,000 mm)
IRRI  105057  8.485 ‐13.237 2546 
GCDT    ‐13.237 8.485 2546 
GCDT    ‐13.237 8.485 2546 
GCDT    ‐13.080 9.380 2254 
GCDT    ‐13.080 9.430 2234 
High salinity; topsoil electrical conductivity > 12 dS/m
IRRI  117261  ‐18.003 16.159 248.2 
IRRI  117263  ‐17.658 15.466 17.2 
GCDT    ‐18.003 16.159 248.2 
GCDT    ‐18.002 16.156 248.2 
GCDT    ‐17.788 15.354 17.2 
GCDT    ‐17.788 15.342 17.2 
GCDT    ‐17.787 15.608 17.2 
GCDT    ‐17.658 15.466 17.2 
GCDT    ‐17.655 15.460 17.2 
GCDT    ‐17.654 15.376 17.2 
GCDT    ‐17.505 15.460 17.2 
GCDT    ‐17.472 15.526 17.2 
GCDT    ‐17.472 15.533 17.2 
GCDT    ‐18.368 36.571 16.8 
GCDT    ‐18.617 36.400 16.8 
GCDT    ‐18.585 36.439 16.8 
GCDT    16.360 ‐16.080 14.6 
Acidic soils; topsoil pH < 5.5 
IRRI  101436  ‐17.489 48.426 4.4 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
IRRI  115136  ‐15.210 23.686 4.4 
IRRI  101207  9.750 ‐5.167 4.8 
IRRI  105067  9.750 ‐5.167 4.8 
IRRI  105078  7.365 12.34333333 4.9 
GCDT    ‐19.183 23.266 4.3 
GCDT    ‐2.925 10.997 4.4 
GCDT    ‐17.489 48.426 4.4 
GCDT    ‐17.489 48.426 4.4 
GCDT    ‐15.210 23.686 4.4 
GCDT    11.860 ‐15.600 4.5 
GCDT    7.328 13.575 4.6 
GCDT    3.552 25.269 4.8 
GCDT    ‐15.333 26.000 4.8 
GCDT    10.083 ‐7.000 4.8 
GCDT    11.780 ‐15.400 4.9 
GCDT    12.400 ‐15.790 4.9 
GCDT    8.470 ‐9.520 4.9 
GCDT    ‐12.000 34.050 4.9 
GCDT    7.365 12.343 4.9 
GCDT    7.365 12.343 4.9 
GCDT    ‐7.201 22.398 4.9 
GCDT    12.300 ‐16.560 4.9 
GCDT    1.717 33.616 4.9 
GCDT    1.000 32.833 4.9 
GCDT    1.317 32.467 4.9 
GCDT    ‐9.539 16.341 4.9 
GCDT    ‐8.483 30.100 4.9 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
GCDT    0.092 14.878 4.9 
GCDT    1.700 32.833 4.9 
GCDT    1.468 31.540 4.9 
GCDT    ‐5.800 34.917 4.9 
GCDT    9.380 ‐13.080 5.0 
GCDT    9.430 ‐13.080 5.0 
GCDT    9.270 ‐13.020 5.0 
GCDT    9.017 ‐12.950 5.0 
GCDT    9.011 ‐12.952 5.0 
GCDT    9.011 ‐12.952 5.0 
GCDT    4.495 9.974 5.0 
GCDT    ‐18.777 46.831 5.0 
GCDT    ‐18.777 46.831 5.0 
GCDT    ‐11.167 29.533 5.0 
GCDT    ‐11.268 29.536 5.0 
GCDT    ‐11.267 29.535 5.0 
GCDT    ‐11.250 29.535 5.0 
GCDT    ‐11.350 29.550 5.0 
GCDT    ‐10.822 29.939 5.0 
GCDT    ‐11.416 29.500 5.0 
GCDT    ‐10.250 29.900 5.0 
GCDT    ‐12.966 34.300 5.0 
GCDT    ‐10.200 31.200 5.0 
GCDT    ‐9.383 30.100 5.0 
GCDT    ‐9.367 30.100 5.0 
GCDT    ‐9.250 30.917 5.0 
GCDT    ‐8.950 31.367 5.0 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
GCDT    ‐8.983 31.374 5.0 
GCDT    ‐9.166 31.400 5.0 
GCDT    ‐10.333 33.666 5.0 
GCDT    ‐11.166 28.867 5.0 
GCDT    ‐12.550 30.283 5.0 
GCDT    ‐12.793 30.110 5.0 
GCDT    ‐12.809 30.100 5.0 
GCDT    ‐14.333 31.500 5.0 
GCDT    ‐14.486 28.475 5.0 
GCDT    ‐13.666 33.266 5.0 
GCDT    ‐17.333 26.483 5.0 
GCDT    11.500 14.683 5.0 
GCDT    13.696 ‐12.850 5.1 
GCDT    ‐5.727 26.870 5.1 
GCDT    ‐24.700 28.557 5.1 
GCDT    ‐10.533 33.917 5.1 
GCDT    12.937 ‐13.411 5.1 
GCDT    12.937 ‐13.411 5.1 
GCDT    ‐15.338 28.239 5.2 
GCDT    ‐8.917 31.750 5.2 
GCDT    9.800 ‐5.750 5.2 
GCDT    9.833 ‐5.750 5.2 
GCDT    ‐1.970 30.115 5.2 
GCDT    ‐8.900 29.450 5.2 
GCDT    2.460 32.670 5.3 
GCDT    1.583 33.433 5.3 
GCDT    ‐5.150 38.466 5.3 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
GCDT    ‐4.983 31.200 5.3 
GCDT    9.750 ‐5.667 5.3 
GCDT    ‐7.013 35.500 5.3 
GCDT    ‐2.550 32.550 5.4 
GCDT    ‐0.056 34.175 5.4 
GCDT    ‐5.100 30.833 5.4 
GCDT    ‐3.833 31.833 5.4 
GCDT    ‐6.368 34.885 5.4 
GCDT    ‐6.368 34.885 5.4 
GCDT    ‐0.055 34.192 5.4 
GCDT    ‐12.830 34.150 5.4 
GCDT    ‐8.800 31.500 5.4 
Alkaline soils; topsoil pH > 8.5 
IRRI  104100  ‐19.967 23.417 8.9 
IRRI  117263  ‐17.658 15.466 8.5 
GCDT    ‐17.472 15.533 8.5 
GCDT    ‐17.472 15.526 8.5 
GCDT    ‐17.505 15.460 8.5 
GCDT    ‐17.658 15.466 8.5 
GCDT    ‐17.655 15.460 8.5 
GCDT    ‐17.654 15.376 8.5 
GCDT    ‐17.787 15.608 8.5 
GCDT    ‐17.788 15.354 8.5 
GCDT    ‐17.788 15.342 8.5 
GCDT    ‐18.269 21.769 8.7 
GCDT    ‐18.441 23.216 8.9 
GCDT    ‐19.967 23.417 8.9 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
GCDT    ‐19.967 23.417 8.9 
GCDT    ‐20.000 23.417 8.9 
GCDT    ‐19.966 23.450 8.9 
GCDT    ‐19.950 23.650 8.9 
Extreme cold; Mean Temperature of Coldest Quarter < 15
GCDT    ‐10.533 33.917 12.5 
GCDT    ‐24.803 28.490 12.7 
GCDT    ‐24.700 28.557 12.9 
GCDT    ‐24.508 28.725 13.5 
GCDT    ‐19.013 29.147 14.8 
GCDT    ‐19.220 28.752 14.8 
GCDT    ‐19.216 28.750 14.8 
Extreme heat; top 10% of Mean Temperature of Warmest Quarter (°C)
IRRI  104128  12.583 16.583 33.2 
IRRI  92628  14.467 ‐4.150 32.0 
IRRI  92634  14.483 ‐4.167 32.0 
IRRI  92635  14.483 ‐4.167 32.0 
IRRI  92641  14.500 ‐4.167 32.0 
IRRI  92642  14.517 ‐4.150 32.0 
IRRI  92647  14.517 ‐4.117 32.0 
IRRI  104079  13.283 5.467 32.0 
IRRI  105075  12.767 4.417 32.0 
IRRI  92631  14.400 ‐4.133 31.9 
IRRI  92632  14.517 ‐4.200 31.9 
IRRI  92657  14.533 ‐4.183 31.9 
IRRI  92658  14.517 ‐4.183 31.9 
IRRI  105076  12.800 4.400 31.9 
IRRI  105077  13.150 5.333 31.9 
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Table 3.5 (cont.)     
Source  Accession  Latitude Longitude Value of Predictor Variable
GCDT    12.833 17.583 33.5 
GCDT    12.583 16.583 33.2 
GCDT    16.737 ‐2.995 32.8 
GCDT    12.333 18.833 32.6 
GCDT    12.467 2.417 32.2 
GCDT    12.517 2.433 32.2 
GCDT    16.320 ‐3.582 32.2 
GCDT    9.430 ‐13.080 32.0 
GCDT    12.200 2.383 32.0 
GCDT    12.767 4.417 32.0 
GCDT    13.283 5.467 32.0 
GCDT    14.500 ‐4.167 32.0 
GCDT    14.483 ‐4.167 32.0 
GCDT    14.517 ‐4.150 32.0 
GCDT    14.467 ‐4.150 32.0 
GCDT    9.380 ‐13.080 31.9 
GCDT    12.800 4.400 31.9 
GCDT    13.150 5.333 31.9 
GCDT    14.533 ‐4.183 31.9 
GCDT    14.400 ‐4.133 31.9 
GCDT    14.417 ‐4.133 31.9 
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